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1     Einleitung 
 
1.1    Allgemeines Erscheinungsbild eines Keloids 
 
Narben jeglicher Form repräsentieren das Ergebnis eines Wundheilungsprozesses und 
können je nach Art und Ausprägung Zeichen einer physiologischen oder gestörten 
Wundheilung sein [1, 2]. Die nachfolgende Dissertation befasst sich mit einer speziellen 
Narbenausprägung, dem Keloid (Abb. 1). Aus klinischer Sicht handelt es sich bei Keloiden 
um gutartige, fibroproliferative Hauttumore, die eine progressive Form der gestörten der-
malen Wundheilung darstellen und bisher nur beim Menschen beobachtet werden konn-
ten [3, 4]. Als überschießende Narbenmassen infiltrieren sie durch Überschreitung der ur-
sprünglichen Begrenzung der Wunde [5] das gesunde Nachbargewebe innerhalb Epidermis 
und Dermis [3, 6] und zeigen in der Regel keine Tendenz zur spontanen Rückbildung [7-9].  
 
                             
▲Abb. 1: Beispiel für das klinische Erscheinungsbild  
eines Keloids: Aknekeloid an der Schulter [10]. 
 
 
Erstmals beschrieben wurde diese Narbenform im 17. Jahrhundert v. Chr. im „Edwin Smith 
Papyrus“ im Sinne einer überschießenden Wundheilung [11]. In der 45. Fallbeschreibung 
werden hier unregelmäßige, tumoröse Wucherungen einer geheilten Wunde erwähnt, welche 
keine Entzündungszeichen und als Schlussfolgerung daraus keine Wundinfektion aufweisen. 
Die Prägung des wissenschaftlichen Fachbegriffes „Cheloide“ erfolgte allerdings erst im 
Jahre 1816 durch Jean-Louis-Marc Alibert. Er leitete diesen Terminus vom griechischen 





Wort „chele“ (= Krebsschere) ab und verwies somit bei seiner Beschreibung des tumorösen, 
aber benignen Narbenwachstums auf die Ähnlichkeit der Narbenausläufer mit der Form einer 
Krebsschere [12]. 1854 führte Thomas Addison wiederum die Differenzierung einer spontan 
aufgetretenen von einer sich posttraumatisch einstellenden Wundheilungsstörung ein. Er 
wählte hierfür die Bezeichnungen „echtes“ und „falsches Keloid“ [13]. Die bis heute 
gebräuchliche Unterscheidung zwischen Keloid und hypertropher Narbe basiert auf 
histologischen und klinischen Merkmalen. Sie erfolgte erstmals 1962 durch Mancini und 
wurde im Jahre 1970 durch Peacock bestätigt [14]. Die Unterscheidungskriterien dieser 
beiden Narbenformen werden unter 1.3.2 näher behandelt. 
 
Neben dem Risiko unkontrollierten Wachstums können die zum Teil schmerzhaften und 
juckenden Keloide auch aufgrund der eingeschränkten Beweglichkeit in den betroffenen 
Gewebsarealen und durch die damit verbundenen funktionellen, sowie kosmetischen 
Einschränkungen eine große Belastung für die Patienten darstellen [9]. Keloide gehen zwar 
teilweise in eine Ruhephase über und zeigen in dieser Zeit kein weiteres Wachstum, 
gleichzeitig aber auch keine Rückbildung des Narbengewebes [15-17]. Während ihrer 
Überschreitung des ursprünglichen Wundareals breiten sie sich sowohl in vertikaler als auch 
in horizontaler Richtung aus [18]. Die Richtung ihres horizontalen Wachstums resultiert 
hierbei in charakteristischen Formen mit Abhängigkeit von der jeweiligen Narbenlokalisation. 
So weisen Keloide im Brustbereich eine eher krebsscherenartige Form auf, an der Schulter 
zeigen sie hingegen schmetterlings- oder hantelförmige Wucherungen [18]. Man 
unterscheidet im Allgemeinen zwischen einer leichten und einer schweren Form. Handelt es 
sich um eine leichte Ausprägung, zeigt sich beim Patienten eine umschriebene, juckende 
Narbe mit Erstreckung über das gesunde Gewebe hinaus. Diese kann sich noch bis zu ein 
Jahr nach der Verletzung entwickeln und weist keine Rückbildungstendenz auf. Schwere 
Formen sind relativ groß und mehr als 0,5 cm erhaben, ebenfalls meist schmerzhaft oder 
juckend, mit Ausbreitung in das gesunde Gewebe. Ihre Ausdehnung kann noch über Jahre 
hinweg fortdauern [19]. Grundsätzlich stellen Keloide bis heute eine große Herausforderung 
für den behandelnden Arzt dar. Trotz einer großen Vielfalt an Therapieoptionen existiert noch 
keine definitiv wirksame, nebenwirkungs- oder rezidivfreie Therapieform. Sowohl die große 
Bandbreite therapeutischer Möglichkeiten als auch die Unfähigkeit, ein standardisiertes 
Verfahren zur effektiven Keloidbehandlung zu identifizieren, spiegeln das eingeschränkte 
Verständnis des genauen Pathomechanismus sowie der molekularen Zusammenhänge 
dieser Wundheilungsstörung wieder [10]. Wichtige Voraussetzung zur Erforschung der 
Keloidentstehung und deren effizienter Therapie ist ein genaues Verständnis der Prozesse 
im Rahmen der physiologischen Wundheilung. 





1.2    Physiologische Wundheilung 
 
Eine Verletzung der Haut führt unter normalen Umständen zum unmittelbaren Einsetzen der 
physiologischen Wundheilung. Über Aktivierung einer komplexen Kaskade von überwiegend 
zytokingesteuerten, strukturierten Abläufen führt sie zum vollständigen Verschluss des 
Defekts sowie zur Wiederherstellung der Funktionalität der beschädigten Region durch 
Vernarbung in Verbindung mit Epithelialisierung [3, 16]. Dieses Geschehen kann in 
verschiedene, ineinandergreifende Phasen unterteilt werden (Abb. 2). Man unterscheidet die 
Exsudation, welche in Hämostase und Entzündungsreaktion unterteilt werden kann, sowie 
die Phasen der Proliferation und des Remodellings [8, 20, 21]. Diese Vorgänge können 






▲Abb. 2: Phasen der Wundheilung am Beispiel einer Hautwunde (modifiziert nach Roche 
Lexikon Medizin, Urban & Fischer, 2003 [22]). 
   
 
 
Die ideale Narbe sollte einer feinen Linie ähneln, welche sich möglichst kaum vom gesunden 
Umgebungsgewebe bezüglich Pigmentierung, Niveau und Stabilität unterscheidet [8]. 
Allerdings kann Narbengewebe letztendlich hinsichtlich seiner Endfestigkeit maximal Werte 
von 80% der gesunden Haut erreichen [2]. Eine restitutio ad integrum ist nur während der 
1) Hämostase:  
   > Auffüllen des Wundspalts durch Exsudation von   
….Blutbestandteilen mit koaguliertem Blut und 
….Fibrinbestandteilen 
 
2) Entzündung bzw. resorptive Phase: 
   >Resorption des Blutkoagels durch Exsudatmakro- 
     phagen des dermalen Bindegewebes 
   >gleichzeitig Migration des basalen Epithels zwischen          
     Blutschorf und Granulationsgewebe 
 
3) Proliferation: 
   >Bildung von Narbengewebe aus Granulations- 
    gewebe; zudem Erneuerung des Plattenepithels 
    an der Oberfläche durch Proliferation vom basalen  
    Epithel aus 
 
4) Remodelling: 
   >Wunde schließt sich allmählich und zieht sich  
    zusammen, eine Narbe entsteht 
   >letztlich ausdifferenziertes Plattenepithel an 
     der Oberfläche, in der Tiefe gefäßarme Narbe 



















Embryonalentwicklung möglich [23]. Insgesamt wird im Laufe dieser Vorgänge zellreiches 
und matrixarmes Ausgangsgewebe durch zellarmes, matrixreiches Gewebe ersetzt [3]. Die 
Narbenbildung wird grundsätzlich von einer Vielzahl exogener und endogener Faktoren 
beeinflusst. Unter anderem spielen Lokalisation, zugrundeliegende Pathogenese, das 
operative Vorgehen des Chirurgen, Einwirkung von Zugkräften und Spannung auf die 
Wundränder sowie mögliche Wundinfekte eine entscheidende Rolle. Gleiches gilt für 
Hauttyp, Alter oder Lebenswandel des Patienten [8, 16]. 
 
Auf zellulärer Ebene stellen dermale Fibroblasten, deren Integrine und die umgebende 
Extrazellulärmatrix entscheidenden Faktoren dar. Ein Gleichgewicht zwischen diesen 
Bestandteilen ist Voraussetzung für eine regulär ablaufende Wundheilung [3]. Des Weiteren 
sind Endothelzellen, Thrombozyten und Keratinozyten für den komplexen Ablauf 
bedeutend [21]. Die dominierende Zelle des Narbengewebes ist der Fibroblast. Er ist 
verantwortlich für die Kollagensynthese und die Bildung wichtiger Bestandteile der 
Extrazellulärmatrix, unter anderem auch von Enzymen, welche in die reparative Phase 
involviert sind [8]. Die Steuerung von Migration, Morphologie sowie Differenzierung der 
Zellen oder auch die Strukturierung des Zytoskeletts erfolgt wiederum über die 
Extrazellulärmatrix [24]. Die Kontakte und der Informationsaustausch zwischen den 
Fibroblasten und der umgebenden Matrix, sowie die Kommunikation der Zellen 
untereinander wird mittels Integrinen ermöglicht [3, 25, 26]. Es handelt sich bei ihnen um 
Zelladhäsionsrezeptoren, genauer um Heterodimere, welche aus einer α- und einer β-
Untereinheit aufgebaut sind und auf der Oberfläche von Bindegewebszellen exprimiert 
werden. Man unterscheidet bisher drei β-Untereinheiten, β1, β2 und β3. Über nonkovalente 
Bindungen mit unterschiedlichen α-Untereinheiten erhält man letztlich eine Gruppe von 22 
verschiedenen Intergrinen [27]. Durch ihre transmembrane Architektur sind sie befähigt als 
Kommunikationsbrücke zwischen Zellen und Matrix zu fungieren. Denn neben einer 
extrazellulären besitzen sie auch eine zellinterne Einheit [25]. Beim so ermöglichten 
Informationsfluss wird allgemein zwischen „outside-in signaling“, mit Auslösung einer 
intrazelluläre Signalkaskade über Bindung eines spezifischen Liganden an entsprechende 
Heterodimere, und „inside-out signaling“ unterschieden. Auf dem „inside-out“-Weg können 
wiederum Zellen Einfluss auf die Rezeptoraffinität oder Konformation von Integrinen nehmen 
und letztlich eine Änderung auf Ebene des zellulären Phänotyps oder der 
Matrixzusammensetzung herbeiführen [25, 26]. Zu der Gruppe der auf Fibroblasten 
exprimierten Integrinen gehören unter anderem α1β1, α2β1, α3β1 und α5β1. α1β1 und α2β1 
gelten als wichtigste Kollagenrezeptoren dermaler Fibroblasten und werden in einer 
kollagenreichen Matrix verstärkt exprimiert [24, 26, 28]. Die Integrinexpression selbst steht 





unter dem Einfluss von Zytokinen, unter anderem dem transforming growth factor β (TGF-β). 
Er spielt eine Schlüsselrolle als Wachstumsfaktor mit Einfluss auf Beginn und Beendigung 
der Gewebereparatur [29]. Weitere entscheidende Faktoren sind beispielsweise der platelet-
derived growth factor (PDGF), der vascular endothelial growth factor (VEGF) oder die 
Interleukine, u.a. IL-1, IL-6 oder IL-8. Die Synthese der verschiedenen Wachstumsfaktoren 
erfolgt durch Zellen wie die Thrombozyten, Makrophagen, Fibroblasten und Keratinozyten. 
Diese Proteine können unterteilt werden in Kompetenz- und Progressionsfaktoren. Erstere 
mobilisieren Zellen aus der Ruhephase, Progressionsfaktoren hingegen induzieren in der 
Zielzelle einen neuen DNA-Synthesezyklus [21]. Die Fibroblasten werden insbesondere 
durch PDGF, TGF-β und Zytokine Richtung EZM gelockt [21]. Die Fibroblastenbewegung 
erfordert allerdings frei Zonen. Diese werden durch ein aktiviertes fibrinolytisches System 
erzeugt, dessen Enzyme mononukleären Makrophagen und Fibroblasten entstammen: 
Plasminogen-Aktivator, interstitielle Kollagenase (MMP-1), Gelatinase (MMP-2) und 
Stromylesin (MMP-3) [30]. Durch die MMP-1-Kollagenase besteht auch noch nach 
Jahrzehnten die Möglichkeit der Umstrukturierung der Kollagenfasern im Narbengewebe. 
Man bezeichnet diesen Prozess als Remodelling. Hierfür ist ein stabiles Gleichgewicht 
zwischen den MMPs und deren Inhibitoren, den Gewebe-Metalloproteinaseinhibitoren 
(TIMP=tissue inhibitor of metalloproteinases), erforderlich [31]. 
 
Zusammenfassend erfährt im Laufe der Wundheilung und Narbenbildung das ehemals noch 
zellreiche, matrixarme Mesenchym eine Umstrukturierung zu zellarmem und matrixreichem 
Narbengewebe mit hohem Anteil an Kollagen Typ I. Dies findet unter Austausch von 




1.3    Gestörte Wundheilung 
 
Eine Störung des Gleichgewichts zwischen den oben genannten Faktoren der 
physiologischen Wundheilung und deren Reparaturmechanismen kann zwei pathologische 
Extreme zur Folge haben: chronische Wunden - wie z.B. Ulzera nach adjuvanter 
Strahlenbehandlung – oder überschießende Narbenbildungen (Abb. 3). Zur zweiten Gruppe 
werden hypertrophe Narben und Keloide gerechnet [3, 8]. Es handelt sich um 
Maximalvarianten einer gestörten dermalen Wundheilung, welchen vor allem eine 





Dysbalance zwischen Synthese und Abbau der Extrazellulärmatrix zugrunde zu liegen 




▲Abb. 3: Auswirkungen einer Störung zwischen Synthese und Abbau der Extrazellulärmatrix, 
Maximalvarianten derartiger Störungen können Hautulkus oder hypertrophe Narbe und Keloid 
darstellen [32, 33] (modifiziert nach [33]). 
 
 
Im Laufe der Wundheilungsprozesse und je nach Dominanz der verschiedenen, 
einflussnehmenden Faktoren können unterschiedliche Narbenformen entstehen, 
physiologischer als auch pathologischer Natur. 
 
 
1.3.1    Narbenarten 
 
Die Narbenbildung wird durch eine Vielzahl von Faktoren beeinflusst und resultiert im 
Idealfall in einer feinen Linie. Zur Einteilung und Klassifizierung der möglichen Narbenarten 
und deren Varianten wurden im Verlauf der letzten Jahre zahlreiche Systeme 
vorgeschlagen [34-37]. Die Klassifizierung nach der „Vancouver Scar Scale“ findet unter 
ihnen heute die meiste Verwendung (Tab. 1) [38, 39]. Unterschieden werden die reife, 
unreife und hypertrophe Narbe sowie das Narbenkeloid [19, 38, 40-42]. 
 
Bei der reifen Narbe handelt es sich um eine helle, flache Narbe. Sie ist schmerzlos und 
erfordert keine Therapie. Die unreife Narbe hingegen ist leicht erhaben, rot, gelegentlich 
















Ausreifung und Abflachung sowie Anpassung der Pigmentierung an die umgebende 
gesunde Haut beobachtet [19]. Sie zeigt darüber hinaus keine Wachstumstendenz und 




physiologisch Formen der Wundheilungsstörung 
reife Narbe hypertrophe Narbe Keloidnarbe 






▲Tab. 1: Einteilung der Narbenformen nach der Vancouver Scar Scale. 
 
 
Folglich stehen das Keloid und die hypertrophe Narbe im Zentrum der Narbentherapie [16]. 
Die hypertrophe Narbe lässt sich bezüglich ihrer Ausdehnung in linear oder großflächig 
unterteilen, das Keloid wiederum in eine leicht oder eine schwere Form [19]. 
 
 
1.3.2    Unterschiede zwischen Keloid und hypertropher  
                 Narbe 
 
Die Begriffe „hypertrophe Narbe“ und „Keloid“ werden heute teilweise immer noch als 
Synonyme verwendet. Das kann letztlich in Verbindung mit fehlerhafter klinischer 
Identifizierung und Diagnosestellung zu einem falschen Therapiekonzept führen. Besonders 
zwischen diesen beiden Narbenerscheinungen existieren zahlreiche klinische, pathologische 
und biochemische Unterschiede, die die Verschiedenheit der beiden Läsionen betonen [1, 
15]. 
 
Im Falle der hypertrophen Narbe beginnt der Wundheilungsprozess zunächst mit normaler 
Narbenformierung. Die Bildung neuer Matrix dauert jedoch länger an und führt zu 
zunehmenden morphologischen und biochemischen Abweichungen. Ausgelöst wird sie 
meist durch ein Trauma der Haut oder einen chirurgischen Eingriff. Das Erscheinungsbild der 
hypertrophen Narbe zeigt sich in der Regel pink oder gerötet, oftmals juckend. Allerdings 





beschränkt sie sich in ihrer Ausdehnung auf die Begrenzungen der ursprünglichen Wunde, 
ohne das gesunde Umgebungsgewebe zu infiltrieren [14, 43]. Gewöhnlich wird das Auftreten 
einige Wochen nach der Verletzung beobachtet. Die Zeitabläufe sind erheblich verlängert im 
Vergleich zur regulären Narbenbildung [8]. Nach einem raschen Größenwachstum folgt eine 
Ruhesequenz, die anschließend spontan in eine Phase der Rückbildung übergeht [1, 19]. 
Der gesamte Reifungsprozess kann sich über einen Zeitraum von bis zu zwei Jahren 
erstrecken [8]. Keloide hingegen folgen nicht diesem Schema aus Gewebsbildung, 
Ruhephase und Rückbildung. Sie können unmittelbar nach dem auslösenden Ereignis 
auftreten, gleichsam aber auch erst nach Jahren aus einer reifen Narbe entstehen [8]. 
Obwohl die Gewebsreaktion bei den Keloiden nicht die gleiche Intensität aufweist, wie sie in 
hypertrophen Narben beobachtet werden kann, übertreffen sie diese dennoch durch ihre 
kontinuierliche Proliferation und unregulierte Weiterentwicklung hinsichtlich Wachstum und 
Größe  [11, 43-45].  
 
Zu den wesentlichen Unterscheidungskriterien gehört zum einen das bereits erwähnte 
Wachstumsverhalten. Im Gegensatz zum Keloid beschränkt sich die Ausbreitung der 
hypertrophen Narbe auf die ursprüngliche Begrenzung der Wunde. Des Weiteren ist die 
Inzidenz bei der hypertrophen Narbe wesentlich höher als beim Keloid. Nach zwei Jahren ist 
bei der hypertrophen Narbe zudem eine langsame und meist spontane Rückbildung zu 
erwarten. Darüber hinaus zeigt sie keine Assoziation mit einem Hauttyp und kann in jedem 
Bereich des Körpers lokalisiert sein [16]. Keloide hingegen scheinen bevorzugt an Stellen 
erhöhter Mobilität oder Hautspannung aufzutreten, wie etwa im Brustbereich, der 
suprapubischen Region oder dem Oberarm [46]. Nach der Exzision hypertropher Narben 
kommt es in der Regel nicht zur Rezidivbildung. Bei Keloiden stellt diese jedoch oftmals die 
wesentliche Problematik in der Therapie dar. 
 
Um das Risiko dieser extremen Formen der Narbenbildung für den Patienten schon im 




1.3.3    Präventive Maßnahmen zur Narbenvermeidung 
 
Von grundlegender Bedeutung für eine komplikationsarme Wundheilung und ein minimales 
Risiko einer gestörten Narbenbildung sind eine optimale und schonende intraoperative 





Gewebebehandlung [47-50] sowie die Beachtung der Hautspannungslinien. Die Existenz 
dieser Linien stellte Dupuytren bereits 1838 fest, ihre Bedeutung für die Chirurgie wurde aber 
erst 1907 durch Kocher erkannt [16]. Er war der Auffassung, dass eine optimale 
Narbenbildung nur dann möglich sei, wenn Inzisionen der Haut in den Verlauf dieser Linien 
gelegt würden [51, 52]. Heute spricht man hier von den RSTL, „relaxed skin tension lines“ 
(Abb. 4b). Als Linien minimaler Hautspannung verlaufen sie im Gesicht überwiegend im 
rechten Winkel zur mimischen Muskulatur [53]. Neben den RSTL sollten auch immer die 
ästhetischen Untereinheiten (Abb. 4a) bei der Schnittführung im Gesichtsbereich 
berücksichtigt werden [16]. Diese wurden von Gonzales-Ulloa erstmals beschrieben und 
nachfolgend von Burget weiterentwickelt [54]. 
 
Ebenso von Bedeutung ist eine atraumatische Operationstechnik. Neben Vermeidung einer 
Infektion der Wunde sollte bei der Behandlung auf eine gründliche Blutstillung geachtet 
werden. Darüber hinaus ist für einen regelrechten Wundheilungsprozess unter Eversion der 
Wundränder immer eine sorgfältige Hautnaht [16] und eine präoperativ positive 
Nährstoffbilanz anzustreben [55].  
 
 
                                    
▲Abb. 4:  
a Ästhetische Einheiten („aesthetic subunits“) 
b Verlauf der RST-Linien („relaxed skin tension lines“) [56]. 
 
Für das postoperative Wundmanagement ist besonders der Verband entscheidend, um das 
Risiko einer Entzündungsreaktion durch Verletzung oder Infektion möglichst gering zu 
halten [57]. Optimale Feuchtigkeit für eine komplikationsarme Wundheilung wird durch einen 
Okklusionsverband ermöglicht [16]. Des Weiteren stellte sich heraus, dass Injektionen von 





Botulinumtoxin A zur Reduktion der Wundspannung führten und so für eine Optimierung des 
Wundheilungsprozesses hilfreich sind [58, 59].  
Trotz präventiver Maßnahmen kann das Risiko für die Ausbildung der fibroproliferativen 
Keloidnarbe jedoch nicht definitiv eliminiert werden, insbesondere da sich in der Bevölkerung 
unterschiedlich stark ausgeprägte Prävalenzen zeigen. 
 
 
1.4    Entstehung eines Keloids 
1.4.1   Ätiologie der Keloidbildung 
 
Es gilt heute als gesichert, dass die entscheidenden Faktoren für die Ausbildung von 
Keloiden eine genetische Prädisposition und eine Traumatisierung der Haut sind [8]. Ein 
spezifisches Gen konnte zwar noch nicht identifiziert werden, allerdings ist bei Menschen 
dunkelhäutiger Herkunft ein 2- bis 19-fach erhöhtes Risiko zu beobachten [3]. Keloide 
entwickeln sich im Allgemeinen nach einer Verletzung oder Verbrennung der Haut und treten 
meistens im Laufe des Heilungsprozesses einer auf chirurgischem oder anderem Wege 
zugefügten Wunde auf [8]. Neben Inzisionen zählen Verbrennungen, Injektionen, Impfungen, 
Piercings, Tätowierungen oder auch Insektenstiche zu den adäquaten Traumata [2, 5, 8, 10]. 
Nicht selten ist eine Keloidbildung nach kutanen Entzündungen, bevorzugt nach Akne, zu 
beobachten [10]. Einige Patienten können nicht einmal von Verletzungen oder 
Verbrennungsgeschehnissen berichten. Das auslösende Ereignis wurde entweder 
vergessen oder gar nicht erst bemerkt. Dies spricht  für die Eigenart des Keloids, teilweise 
erst nach einem langen, ereignislosen Zeitintervall zu entstehen [8].  
 
 
1.4.2    Theorien zum Pathomechanismus 
 
Der dermale Fibroblast scheint in der Keloidnarbe ebenso wie bei der physiologischen 
Narbenbildung eine entscheidende Rolle als Effektorzelle einzunehmen [3]. 
Keloidfibroblasten weisen eine gesteigerte Genexpression für Matrixkomponenten, wie 
Kollagen, Fibronektin oder Elastin, sowie für Zytokine auf. Bei diesen handelt es sich vor 
allem um die Wachstumsfaktoren TGF-β1 und -β2 („transforming growth factors“). Diese 
inhibieren den Kollagenabbau und ihre erhöhte Expression auf Protein- als auch auf 
mRNA-Ebene führt zur Steigerung der Kollagensynthese und zur Matrixbildung [60]. Es 





existieren zahlreiche Untersuchungen, die eine gesteigerte Sensibilität für TGF-β1 in 
Keloidfibroblasten nachweisen konnten [7, 61, 62]. Zudem konnte durch Stimulation der 
Keloidfibroblasten mit TGF-β1 eine bis zu 12-mal höhere Kollagenproduktion als bei 
normalen Fibroblasten und eine bis zu 3-mal höhere Produktion als bei hypertrophen Narben 
erreicht werden [63, 64]. Letztendlich konnte noch keine eindeutige Aussage dazu gemacht 
werden, ob die Keloidentwicklung als Folge vermehrter Kollagensynthese und 
Matrixvermehrung, eines verminderten Abbaus dieser Substanzen oder einer Kombination 
beider Mechanismen zu sehen ist [3]. Ein weiterer Aspekt der Einflussnahme von 
Fibroblasten auf die Keloidentwicklung könnte eine gestörte Apoptoserate sein [65, 66]. 
Diese wurde in Fibroblasten gesunder Haut und in Keloidfibroblasten untersucht. Die 
Ergebnisse zeigten, dass bei gesunden Fibroblasten eine doppelt so hohe Apoptoserate 
auftrat [67]. Sayah et al. untersuchten 64 für die Apoptose verantwortliche Gene in Keloiden 
und normaler Haut. Sie stellten eine deutlich geringere Expression bei 8 dieser 64 Gene in 
Keloiden fest. Daraufhin kamen sie zu der Schlussfolgerung, dass sich Keloidfibroblasten 
vermutlich dem programmierten Zelltod entziehen und so Unabhängigkeit von 
Apoptoseprozessen besitzen [68]. 
 
Ein anderer Überlegungsansatz bezieht sich darauf, dass das Einwirken mechanischer  
Spannung auf eine Wunde die Fibroblastenproliferation stimuliert und eine vermehrte 
Synthese und Ablagerung von Kollagen bewirkt. Bevorzugte Lokalisationen der Keloide sind 
Körperstellen hoher Gewebespannung [14, 69-71]. Das könnte auch eine Erklärung dafür 
liefern, dass Keloide zum Großteil bei jungen Menschen entstehen und bei älteren nur selten 
auftreten, da mit zunehmendem Alter die Haut eine vergleichsweise geringere Spannung 
aufweist [14, 72]. Allerdings existieren ebenso Prädilektionsstellen, die nicht mit dieser 
Theorie übereinstimmen und keine großen Zugkräfte im Gewebe zeigen [14]. Des Weiteren 
wird vermutet, dass Melanin und bzw. oder Melanozyten eine Rolle spielen könnten. Denn 
mit Zunahme der angeborenen Hautpigmentierung steigt auch die Inzidenz von Keloiden. 
Noch fehlen zu diesem Thema allerdings weiterführende Studien [73].  
 
 
1.5    Prädispositionen für die Keloidbildung 
 
Das Keloid stellt eine Form der Wundheilungsstörung dar, die bisher nur beim Menschen 
beobachtet werden konnte und dabei unter bestimmten Gegebenheiten gehäuft 
auftritt (Tab. 2). So sind Keloide in höherem Lebensalter eher selten zu erwarten. Bevorzugt 





sind Patienten zwischen dem 10. und 30. Lebensjahr sowie in den Phasen von Pubertät oder 
Gravidität betroffen. Es besteht kein Unterschied in der Häufigkeitsverteilung zwischen den 
Geschlechtern. Frauen wie Männer sind gleichermaßen betroffen [8, 74]. Allerdings ist die 
Inzidenz unter Dunkelhäutigen deutlich erhöht. Es scheint eine genetische Prädisposition für 
Keloidbildung bei Dunkelhäutigen zu bestehen [43, 75]. Darüber hinaus wurden bisher noch 
keine Keloidnarben bei Albinos beschrieben [16]. Eine genetische Prädisposition sowie eine 
familiäre Häufung werden zwar allgemein anerkannt, allerdings konnte bis heute weder ein 
spezifisches Gen noch eine Gengruppe identifiziert werden [3].  
 
Bevorzugte Körperstellen für das Auftreten eines Keloids sind unter anderem Regionen mit 
erhöhter Gewebespannung. Hier sind besonders der obere Brustbereich, Deltoid, Rücken 
[14, 69-71], Schultern oder Hautareale über den Beugemuskeln der Extremitäten zu nennen. 
Aber auch an Ohrläppchen oder Wangen treten sie gehäuft auf [76], obwohl hier nur eine 
geringe Krafteinwirkung auf das Gewebe vorherrscht. Erhöhte Haut- oder Wundspannungen 
nach operativen Eingriffen können in diesem Sinne Risikofaktoren bei der Wundheilung 




▲Tab. 2: Mögliche Risikofaktoren für Keloide. 
 
 
1.6    Therapiemöglichkeiten und Prognose 
 
Die Problematik des unvollständigen Verständnisses des genauen Pathomechanismus der 
Keloidenstehung spiegelt sich auch in der Vielfalt an Behandlungsmöglichkeiten wieder. Bis 
heute gibt es kein standardisiertes Verfahren, welches allgemeingültig Effektivität und 
zugleich Rezidivfreiheit bietet. Es finden sich chirurgische, konservative und zum Teil auch 
experimentelle Therapieansätze sowie Kombinationen der verschiedenen 
Risikofaktoren 
Kategorie erhöhtes Risiko bei Zutreffen 
Alter des Patienten 10-30 Jahre 
Abstammung dunkelhäutig 
Familienanamnese für Keloide positiv 
Wundverhältnisse erhöhte Haut- oder Wundspannung 





Behandlungskonzepte. Allerdings kann noch keine einheitliche Aussage hinsichtlich der 
Wirksamkeit der unterschiedlichen Therapieformen getroffen werden, da bis jetzt noch zu 
wenige evidenzbasierte Studien vorliegen [3]. Keloide erfordern therapeutische Maßnahmen, 
sobald sie symptomatisch werden oder kosmetisch einschränken [77]. Vor allem Größe, 
Volumen und Exophytie der Narbe sollen verringert werden, ebenso eventuell bestehende 
Erytheme oder funktionelle Einschränkungen. Auch die subjektiven Unannehmlichkeiten wie 
Jucken, Schmerzen oder Spannungsempfinden gilt es zu minimieren. Als Endergebnis wird 
ein kosmetisch ansprechendes Resultat bei möglichst geringer Rezidivquote angestrebt  
[78]. Der Patient muss hierbei immer darüber aufgeklärt werden, dass durch die Behandlung 
im besten Fall eine normale Narbe und nicht der Zustand vor der Keloidbildung erreicht 
werden kann [10]. 
 
 
1.6.1    Chirurgische Therapie 
 
Ein alleiniges operatives Verfahren in der Keloidbehandlung ist zwar eine schnelle und 
verhältnismäßig einfache Lösung, es kann jedoch mit einem erhöhten Risiko für 
Rezidivbildungen assoziiert sein. Es entstehen oftmals neue Narbengebilde mit noch 
größerer Ausprägung. Die Rezidivraten liegen dabei zwischen 45 und 100%. Eine 
Keloidtherapie unter rein chirurgischen Gesichtspunkten sollte daher stets sehr 
zurückhaltend durchgeführt werden [10].  
 
Die primäre Narbenexzision mit direktem Wundverschluss stellt die einfachste Variante der 
operativen Narbenkorrektur dar. Wie alle Narbenexzisionen sollte sie möglichst an einer 
reifen Narbe durchgeführt werden [49]. Das Narbengewebe wird entfernt und anschließend 
ein Vorschublappen gebildet, um möglichst spannungsfreie Wundränder zu erhalten [73]. 
Man unterscheidet zudem die extramarginale Exzision, mit kompletter Entfernung des 
Narbengewebes, von der intramarginalen Variante. Letztere erzielt deutlich bessere 
Ergebnisse hinsichtlich der Rezidivquote. Die Exzisionsnarbe liegt dabei innerhalb der 
Keloidgrenzen [10, 73]. Bei kleineren Keloiden ist auch eine Z-Plastik denkbar (Abb. 5). Es 
handelt sich hierbei um die Transposition zweier Dreieckslappen mit insgesamt drei 
gleichlangen Schenkeln, die jeweils im Winkel von 60° zueinander angeordnet sind. Das 
Resultat ist die Verlängerung einer verkürzten Strecke auf Kosten der Breite. Die Narbe wird 
also länger, aber auch unauffälliger. Begründung hierfür ist die so entstandene 





Unterbrechung der Narbe und die Ausrichtung einzelner Schenkel des „Z“ in die 




▲Abb. 5: Durchführung der Z-Plastik in 3 Schritten [79]. 
                                                       
 
 
Eine weitere chirurgische Variante ist der 2004 von Kim et al. beschriebene „Fillet-Lappen“ 
(Abb. 6) [80]. Ohne Kontinuitätsunterbrechung wird die Haut über dem Keloid als Lappen 
angehoben. Nach anschließender Keloidentfernung werden die Hautlappen wieder 
miteinander vernäht. Auf diesem Weg wird kein Hauttransplantat zur Deckung benötigt und 
es liegen keine Wundflächen frei. Nach dieser Vorgehensweise wurden 9 Keloide von den 
Autoren behandelt, mit dem Ergebnis, dass 34 Monate nach dem operativen Eingriff alle 





▲Abb. 6: Keloid am Ohrläppchen vor (links) und nach Therapie  
durch Fillet-Lappentechnik (rechts) [73]. 
 





1.6.2    Konservative Therapie 
 
Seit Mitte der 1960er-Jahre setzt man intraläsionale Kortikosteroide bei Keloiden ein. Sie 
zählen inzwischen zu den am besten etablierten konservativen Therapieoptionen. Am 
häufigsten wird Triamcinolonacetonid verwendet und streng intraläsional injiziert, wobei die 
besten Therapieerfolge bei noch aktiven, hellroten Keloiden beobachtet wurden. Die 
Ansprechrate liegt in diesen Fällen bei ca. 50-100%, Rezidive finden sich bei etwa 9-50% der 
Patienten. Durch Injektion der Kortikosteroide kommt es zur Hemmung der 
Fibroblastenproliferation, die Kollagensynthese wird inhibiert und zusätzlich die 
Kollagenasenproduktion gesteigert. Gleichzeitig findet eine Reduktion der Konzentration der 
Kollagenaseninhibitoren statt. Als Nebenwirkungen sind die Schmerzhaftigkeit der Injektion, 
aber auch subkutane Atrophien, Teleangiektasien und Pigmentverschiebungen zu 
nennen [10, 73]. 
 
Ein weiteres Standardtherapieverfahren in der Keloidbehandlung ist die Kryotherapie [42, 60, 
81]. Die einfache, kostengünstige und schnell durchführbare Therapieform eignet sich 
besonders bei aktiven, gut durchbluteten Keloidformen in jeder Altersklasse oder 
Lokalisation [10]. Als Kältemittel wird flüssiger Stickstoff verwendet. Der Therapieeffekt bei 
der Kältebehandlung wird vor allem durch Hemmung der Fibroblastenproliferation und der 
Kollagensynthese erzielt. Darüber hinaus scheint es unter dem Kälteeinfluss zu einer 
Differenzierung der Keloidfibroblasten zu normalen Fibroblasten zu kommen [82]. Bei den 
Keloiden wird speziell die Kontakttherapie eingesetzt, deren alleinige Anwendung in 51-74% 
der Fälle eine komplette Rückbildung bzw. deutliche Abflachung bewirkt [81, 82]. Zur 
Rezidivrate finden sich Werte zwischen 0% und 45%. Als Nebenwirkungen werden 
Gefrierschmerz während der Therapie und die häufige Blasenbildung mit anschließenden 
Erosionen am folgenden Tag genannt. Für eine effektive Therapie sind meist zwei bis acht 
Behandlungszyklen durchzuführen, mit ausreichenden Heilungsphasen zwischen den 
einzelnen Zyklen [10]. 
 
 
Eine Kompressionstherapie empfiehlt sich besonders zur Abflachung größerer Keloide oder 
zur Keloidprophylaxe. Als weiterführende Behandlung nach Keloidexzision erzielt sie ähnlich 
gute Ergebnisse wie durch eine postoperative Kortisoninjektion in mehreren Sitzungen [76]. 
Die Therapie wird meist in Form maßgeschneiderter Kompressionsbekleidung oder Ohrclips 
angewandt und führt wohl durch lokale Hypoxie zu einer Abnahme der Fibroblastenzahl und 
der interkollagenen Kohäsion, sowie zur Zunahme der Kollagenaseaktivität [83, 84]. 





Der Nutzen von Silikongelfolien ist eher fraglich. Auch von der aktuellen deutschen Leitlinie 
zur Therapie pathologischer Narben wird ihre Wirkung als ungenügend verifiziert 
aufgeführt [2]. Eine internationale Expertenkommission hingegen empfiehlt ihre Anwendung 
als First-line-Therapie von Keloiden [19]. Als Wirkmechanismus der Silikongele bzw. -folien 
wird die Hydrierung des Gewebes bei Okklusion der Keloide vermutet [85]. Die der 
Narbengröße angepassten Folien müssen mindestens 12-24 h pro Tag über 6-12 Monate 
getragen werden. Ihre Erfolgsquote in der Keloidtherapie liegt etwa bei 40% [86]. Da diese 
Therapieform sowohl einfach anzuwenden als auch nichtinvasiv und schmerzfrei ist, eignet 
sie sich besonders zur Anwendung bei Kindern [73]. 
 
Mittels einer Radiotherapie kann die Fibroblasten- und Endothelzellproliferation gehemmt 
werden [73]. Sie findet als Monotherapie oder in Kombination mit anderen 
Behandlungsformen Anwendung. Besonders gängig ist ihr Einsatz nach chirurgischer 
Exzision [60, 87, 88]. 
 
Des Weiteren werden verschiedene ablative und nichtablative Laser angewandt [89], unter 
anderem CO2-Laser oder Farbstofflaser (FPDL) [10]. Auch der Einsatz von Botulinumtoxin A 
wird immer wieder kontrovers diskutiert. Es existieren Studien, in denen ein positiver Effekt 
auf Symptome wie Schmerzen oder eine Größenabnahme bei Keloidpatienten beschrieben 
wurde [77, 90].  Gleichermaßen gibt es Testreihen, die keine signifikanten Veränderungen 
der Keloide unter dem Einfluss von Botulinumtoxin A feststellen konnten [91]. Andere 
Konzepte beinhalten die Anwendungen von 5-Fluorouracil  [92], Interferon-α, -β und -γ [93-
95], Bleomycin [96] oder Kalzium-Kanal-Blockern [78, 97, 98]. Unter den Antihistaminika 
konnten besonders H1-Rezeptor-Antagonisten eine Linderung des Juckreiz und Brennens 
bewirken [99-102]. Auch Therapien mit Penicillamin, β-Aminopropionitril und Colchicin 
wurden beschrieben [73, 103]. 
 
 
1.6.3    Stufenschema und Kombinationstherapien 
 
Da sich noch keine der Therapieoptionen als standardisiert erwiesen hat, wurde ein 
Stufenschema für die Keloidtherapie von einer internationalen Expertenkommission 
vorgeschlagen (Abb. 7) [19]. Demnach werden bei frischen Keloiden keine aggressiven 
Behandlungsoptionen oder Kombinationstherapien empfohlen. Vielmehr wird die Anwendung 












von Silikongelfolien und bzw. oder intraläsionalen Kortikosteroiden sowie einer 














▲Abb. 7: Internationales Stufenschema (modifiziert nach Mustoe et al. [19]). 
 
 
Am vielversprechendsten sind aber im Allgemeinen die Kombinationstherapien bei Einsatz 
von zwei oder mehreren Verfahren zur Steigerung der Wirksamkeit und Vermeidung von 
Rezidiven. Hier sind unter anderem die Kombinationen aus Exzision und Kortikosteroiden, 
CO2-Laser und Kortikosteroiden, Exzisionen in Verbindung mit Kompressions-, Silikongel- 
oder Radiotherapie sowie CO2-Laser-Anwendung zusammen mit  Kryotherapie zu nennen. 
Auf diese Art können Heilungsraten von bis zu 80% erreicht werden [10]. Sinnvolle 
Grundlage jeder Keloidbehandlung ist zudem grundsätzlich ein offener Dialog zwischen 
Behandler und Patient über alle bestehenden und möglichen Therapieoptionen einschließlich 
deren Risiken. So wird dem Patienten die Entwicklung einer realistischen Erwartungshaltung 














Silikon-Gel Folie für 2 Monate 
 
Silikon-Gel Folie für 2 Monate 
Steroid-Injektionen (monatlich wiederholen) 
 
Steroid-Injektionen (monatlich wiederholen) 
Kompression für 3-12 Monate 
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1.7    Zielsetzung dieser Arbeit 
 
Im Rahmen dieser Dissertation sollten das Proliferationsverhalten und die Sekretion 
wundheilungsrelevanter Wachstumsfaktoren und Zytokine von patientenspezifischen 
Keloidkulturen auf zellulärer Ebene charakterisiert werden. 
 
Ein Ziel der Arbeit war die Kultivierung der patientenspezifischen Keloidfibroblasten unter 
Standardbedingungen. Deren Proliferation und Proteinsyntheseleistung sollten beim 
Vergleich der Kulturen untereinander und gegenüber normalen dermalen Fibroblasten (NHF) 
analysiert werden. Da Keloide prinzipiell sehr unterschiedlich auf die diversen 
Therapieformen ansprechen und bei Patienten oftmals variierende Krankheitsverläufe 
beobachtet werden, sollte die zelluläre Charakterisierung dem genauen Verständnis der 
individuellen Schwankungen zwischen patientenspezifischen Proben dienen.  
 
Des Weiteren wurde eine Darstellung des Einflusses mechanischer Krafteinwirkung in Form 
zyklischer Dehnung während der Kultivierung angestrebt. So sollte die Rolle dieses Faktors 
im Rahmen der Keloidpathogenese und eines komplikationsarmen Heilungsverlaufs nach 
Keloidexzision eruiert werden.  
 
Als drittes Ziel sollte ermittelt werden, ob der therapeutische Effekt von Botulinumtoxin A in 
der Keloidbehandlung anhand patientenspezifischer Keloidgewebeproben auf zellulärer 
Ebene reproduzierbar ist und sich so eine positive Wirkung von Botulinumtoxin A in der 
Therapie begründen ließe. Ferner sollte analysiert werden, ob für die Wundheilung relevante 
Zytokine und Wachstumsfaktoren unter dem Einfluss von Botulinumtoxin A entscheidend 
moduliert werden.                                      





2    Material 
 
2.1    Zellkultur 
 
Zellart Herkunft 
NHF Bio Whittaker Europe, Verviers, Belgien 
KF A, B, C  HNO-Universitätsklinik Mannheim, Germany 
KF D, E, F, G, H HNO-Universitätsklinik Regensburg, Germany 
 
 
2.2    Medien 
 
Bezeichnung Zusammensetzung 
NHF-Einfriermedium 50% DMEM/F-12 (1:1), 40% FKS, 10% DMSO 
NHF-Nährmedium  89% DMEM/F-12 (1:1), 10% FKS, 1% P/S 
 
 
2.3    Assays 
 




human FGF basic: DY233 
human ICAM-1/CD54: DY720 
human IL6: DY206 
human TGFβ1: DY240 
human VCAM-1/CD106: DY809 
human VEGF: DY293B 




▲Tab. 3: Verwendete Zellkulturen. 
 
▲Tab. 4: Verwendete Medien. 
 





Bezeichnung Herkunft Verwendung 
Reverse Transcription System Invitrogen, Carlsbad, California, USA Reverse Transkription 
RNeasy Mini Kit Qiagen, Hilden, Germany RNA Isolierung 
Syber Green Kit Invitrogen, Carlsbad, California, USA qRT-PCR 
 
 
2.4    Chemikalien und Lösungen 
 
Bezeichnung Zusammensetzung/Herkunft Verwendung 
Albumin bovine (BSA) Fraktion V, Biomol, Hamburg, Germany ELISA: Reagent Diluent 
Botulinumtoxin A (Allergan) 1 IU pro 100 µl in PBS 1x 
Pharimex Gmbh, Osnabrück, Germany 
Zellkultur 
0,4 M Citratpuffer 4,72 g Na-Citrat, 3,36 g Citronensäure-
Monohydrat, 3,12 g MES, auf 40 g mit 
H2O steril, alles von Roth, Karlsruhe, 
Germany 
2x Urea Peroxid 
Citronensäure-Monohydrat Roth, Karlsruhe, Germany 0,4 M Citratpuffer 
DMA Sigma-Aldrich, St. Louis, Missouri, USA TMB Stock 
DMEM/F-12 (1:1) Gibco, life technologies, Carlsbad, 
California, USA 
Zellkultur: Nährmedium 
DMSO Sigma-Aldrich, St. Louis, Missouri, USA Zellkultur: Einfiermedium 
FKS Invitrogen, Carlsbad, California, USA Zellkultur: Nährmedium 
MES Roth, Karlsruhe, Germany 0,4 M Citratpuffer 
Na-Citrat Roth, Karlsruhe, Germany 0,4 M Citratpuffer 
PBS 10x 80 g/l NaCl, 2 g/l KCl, 14,4 g/l 
Na2HPO4, 2,4 g/l KH2PO4,alles von 




PBS steril Dulbecco’s PBS (1x), PAA (The Cell 
Culture Company) without Ca & Mg, 
Cölbe, Germany 
Zellkultur: Spülung der 
Zellen 
P/S Sigma-Aldrich, St. Louis, Missouri, USA  Zellkultur: Nährmedium 
▲Tab. 5: Verwendete Assays. 
 





Bezeichnung Zusammensetzung/Herkunft Verwendung 
Reagent Diluent 1 % Albumin bovine (BSA) in PBS 1x 
filtriert 0,2 µm 
ELISA: Blocken, 
Verdünnung Detection 
Antibody, Streptavidin  
Resazurin Sigma-Aldrich, St. Louis, Missouri, USA Zellkultur 
Stop Solution 10,32% H2SO4, 89,68% H2O 
Merck, Darmstadt, Germany 
ELISA 
Streptavidin 0,5 % Streptavidin HRP in PBS 1x ELISA 
Substrat Solution 2 % TMB Stock in 1:1 Mischung  von 
2x Urea-Peroxid und H2O  
ELISA 
TBABH Sigma-Aldrich, St. Louis, Missouri, USA TMB Stock 
TMB Sigma-Aldrich, St. Louis, Missouri, USA TMB Stock 
TMB Stock 120 mg TMB, 10 ml DMA, 21 mg 
TBABH (50 mM in DMA/TBABH) 
ELISA: Substrat Solution 
Trypsin Invitrogen, Carlsbad, California, USA Zellkultur 
Tween20 Sigma-Aldrich, St. Louis, Missouri, USA ELISA: Waschpuffer 
Urea Sigma-Aldrich, St. Louis, Missouri, USA 2x Urea Peroxid 
2x Urea Peroxid 38 mg Urea auf 40 ml Citratpuffer 
(0,4 M) 
ELISA: Substrat Solution 
Waschpuffer 0.05 % Tween20 in PBS 1x, pH 7,2-7,4 ELISA 
 
 
2.5    Sonstige Materialien 
 
Bezeichnung Herkunft 
Cedex Smart Slides Roche, Mannheim, Germany 
Cups Eppendorf, Hamburg, Germany 
Dehnplatten Bioflex culture plates Flexcell international, Hillsborough, North 
Carolina, USA 
Falcon Greiner Bio-One, Frickenhausen, Germany 
▲Tab. 6: Verwendete Chemikalien und Lösungen. 
 






Minisart-Filter Sartorius, Göttingen, Germany 
Glaspipetten Greiner Bio-One, Frickenhausen, Germany 
Kryocups Nalgene, Gehrden, Germany 
MicroWell 96-Well-Platten, nunc™, serving life 
science 
VWR International GmbH, Darmstadt, Germany 
Multipipette Aufsätze Eppendorf biopur, Hamburg, Germany 
Neubauer Zählkammer 





Parafilm Pechiney, Düsseldorf, Germany 
Pipetten Eppendorf, Hamburg, Germany 
Pipettenspitzen ep.T.I.P.S. Standard Eppendorf, Hamburg, Germany 
6-Well-Platten Greiner Bio-One, Frickenhausen, Germany 
BD Falcon-96-well Cell Culture Plate BD Biosciences, San Jose, California, USA 




2.6    Geräte 
 
Bezeichnung Herkunft 
Brutschrank Hera cell 240 Heraeus GmbH, Thermo electron corporation, 
Hanau, Germany 
Cedex XS Analyzer Innovatis von Roche Apllied Science, Mannheim, 
Germany 
Dehngerät Entwicklung des Labors für plastische 
Gesichtschirurgie der Universität Regensburg, 
Germany 
Fotoapparat: Power shot G3 digital camera Canon, Tokio, Japan 
Laminar Flow Werkbank Hera safe Kendro, Hamburg, Germany 
▲Tab. 7: Verwendete Materialien. 
 






Mikroskop Zeiss, Jena, Germany 
Multipipette Eppendorf, Hamburg, Germany 
Pipettus accu-jet ® pro Brand, Wertheim, Germany 
Stickstofftank (flüssig) Air Liquid Medical GmbH, Düsseldorf, Germany 
Tecan Genios, Frankfurt am Main, Germany 
Thermozykler MX 3005P Stratagene, California, USA 
Vortexer vortex-genie 2 Scientific Industries, New York, USA 
Wasserbecken (37°C) GFL, Burgwedel, Germany 
Zentrifuge miniSpin Eppendorf, Hamburg, Germany 




▲Tab. 8: Verwendete Geräte. 
 





3    Methoden 
3.1    Zellkultur  
3.1.1    Arbeitsbedingungen und Kultivierung der Zellen 
 
Die im Folgenden beschriebenen Experimente der Zellkultur wurden mit normalen dermalen 
Fibroblasten (NHF) und Keloidfibroblasten (KF) unter sterilen Bedingungen an einer 
Laminar-flow-Werkbank durchgeführt. Alle Fibroblastenarten wurden in T75- und 
T125-Zellkulturflaschen mit 13 bzw. 25 ml NHF-Medium im Brutschrank bei 37°C und 
5% CO2  kultiviert. Der Austausch des Nährmediums erfolgte alle 3 bis 4 Tage. Hierfür wurde 
das verbrauchte Medium unter Schonung des Zellrasens abgesaugt und durch das gleiche 
Volumen frischen Mediums ersetzt. 
 
 
3.1.2    Anzucht der Keloidfibroblasten 
 
Die Gewebeexplantate zur Anzucht der Keloidfibroblasten stammten von Patienten 
mit einzelnen oder mehreren Keloiden im Kopf- und Halsbereich 
und wurden von der Hals-Nasen-Ohren-Klinik des Universitätsklinikums Regensburg 
(Prof. Dr. H. Gassner) und des Universitätsklinikums Mannheim (Prof. Dr. H. Sadick, 
Dr. G. Bran) zur Verfügung gestellt (Ethikvotum „Molekularbiologiesche Eigenschaften von 
Keloiden und hypertrophen Narben“ (Nummer 10-101-0241, Ethik-Kommission 
Universitätsklinium Regensburg), sowie „Untersuchungen zur Pathophysiologie von Keloiden 
bei Patienten mit Wundheilungsstörungen“ (2011-256N-M, Ehtik-Kommission II 
Universitätsklinikum Mannheim)). Die Patienten wurden vor dem Eingriff um ihre 
Zustimmung gebeten, die Gewebe für die geplanten Untersuchungen verwenden zu dürfen. 
Zunächst wurde das Keloidgewebe nach operativer Exzision an der Klinik in physiologischer 
Kochsalzlösung unter Kühlung transportiert und sofort weiterverarbeitet. Unter sterilen 
Bedingungen wurde das Gewebe nach Spülung mit PBS mit einem Skalpell von Haut- und 
Fettgewebe getrennt und in 10 bis 20 mm große Stücke zerkleinert. Zur Anzucht der 
Primärkultur wurden diese Keloidproben in T 25-Flaschen mit 4 bis 5 ml NHF-Medium im 
Brutschrank bei 37°C und 5% CO2 inkubiert. Unter regelmäßiger mikroskopischer Kontrolle 
und Mediumwechsel nach jeweils drei bis vier Tagen wurde die Zelladhäsion der 
Keloidfibroblasten aus dem Gewebe am Flaschenboden und deren fortschreitende 





Zellproliferation über mehrere Wochen beobachtet. Sobald eine ausreichende 
Fibroblastenansiedelung stattgefunden hatte, wurde das Keloidgewebe aus den 
Zellkulturflaschen entfernt. Die Keloidfibroblasten befanden sich nun in P0 und wurden nach 
Abtrypsinierung auf neue Zellkulturflaschen verteilt und weiterhin bei 37°C inkubiert. 
 
 
3.1.3    Splitten, Passagieren 
 
Nach dem Erreichen einer Konfluenz von ca. 90% in den Zellkulturflaschen wurden die 
Zellen gesplittet und auf neue Flaschen aufgeteilt, um sie so in der optimalen 
Wachstumsphase zu halten. 
Das Medium wurde abgesaugt und die Zellen danach mit ca. 15 ml PBS gespült. Nach 
gleichmäßiger Verteilung von 1 ml (T75) bzw. 2 ml (T125) Trypsin wurde die Flasche kurz 
bei 37°C inkubiert. Nach 2 bis 3 Minuten erfolgte eine mikroskopische Kontrolle, wonach das 
Trypsin mit 5 bis 10 ml NHF-Medium neutralisiert, die Flasche mehrmals mit dem Medium 
durchgespült und die Zellsuspension in ein steriles Falcon pipettiert wurde. 10 µl davon 
wurden mittels Neubauer-Zählkammer in 4 Quadraten ausgezählt:  
𝑔𝑒𝑧äℎ𝑙𝑡𝑒 𝑍𝑒𝑙𝑙𝑧𝑎ℎ𝑙 𝑥 10 000
4
      
Ca. 400 000 Zellen wurden auf neue Zellkulturflaschen verteilt. 
 
 
3.1.4    Einfrieren der  Zellen 
 
Das Medium wurde abgesaugt und die Flasche mit PBS gespült. Die Zellen wurden mit 1 bis 
2 ml Trypsin bedeckt und nach 2 bis 3 min Inkubation bei 37°C mit 5 bis 10 ml NHF-Medium 
abgespült. Dann wurde das Medium samt Zellen in ein steriles Falcon umgefüllt und die 
Zellzahl mit der Neubauer-Zählkammer bestimmt. Im Anschluss wurden die Zellen im Falcon 
bei 1200 rpm für 5 min zentrifugiert, der entstandene Überstand wurde dekantiert und das 
Zellpellet in NHF-Einfriermedium resuspendiert. Es folgte die Verteilung von 400 000 bis 
500 000 Zellen in jeweils 1,5 ml Einfriermedium auf die Kryocups. 
Die Cups wurden zunächst mittels einer Kryokonservierungsbox im -80°C Schrank platziert 
und am nächsten Tag in den Flüssig-Stickstofftank überführt, um den Einfrierprozess 
möglichst langsam zu gestalten.  
 
 





3.1.5    Auftauen der Zellen 
Die Cups mit den tiefgefrorenen Zellen wurden aus dem Stickstofftank möglichst zügig im 
Wasserbad bei 37°C aufgetaut, während zeitgleich je nach Flaschengröße 13 ml (T75) oder 
25 ml (T125) NHF-Nährmedium in den Zellkulturflaschen vorgelegt und im Brutschrank 
angewärmt wurden. Der Inhalt der Cups wurde daraufhin auf die Flaschen verteilt und diese 
anschließend bei 37°C inkubiert. Der erste Mediumwechsel erfolgte am ersten Tag nach der 
Aussaat, die nachfolgenden in Abständen von 3 bis 4 Tagen.  
 
 
3.1.6    Experimente zur Zellproliferation 
 
Zur Untersuchung der Zellproliferation der verschiedenen Keloidfibroblasten im direkten 
Vergleich untereinander und zu NHF wurden die nachfolgenden Experimente durchgeführt.  
In den Versuchen wurden KF A, KF B, KF C, KF D, KF E, KF H und NHF ausgesät und 
Fibroblasten in den Passagen 3 bis 9 eingesetzt. 
 
 
3.1.6.1    Resazurin-Assay 
 
Die 96-Well-Platten für das Resazurin-Assay wurden immer doppelt angesetzt, um 
Messungen am 3. und 4. Versuchstag durchzuführen. Nach dem Absaugen des Mediums 
wurde mit PBS gespült und die Zellen anschließend abtrypsiniert. Nach Neutralisierung mit 
NHF-Medium wurden die Zellen darin möglichst vollständig in ein Falkon überführt und im 
Anschluss 5 min bei 1200 rpm zentrifugiert. Der entstandene Überstand wurde dekantiert 
und das Zellepellet in 5 bis 10 ml Medium resuspendiert. Es folgte das Auszählen der Zellen 
mittels Neubauer-Zählkammer oder am Cedex XS Analyzer und die Verdünnung der 
Zellsuspensionen. In den Experimenten wurden Konzentrationen von 20.000 bzw. 
30.000 Zellen/ml eingesetzt. Alle Zelltypen wurden in den gleichen Konzentrationen 
ausgesät. Nach der Verdünnung wurden 100 µl der verschiedenen Zellsuspensionen für 
8-fach Werte in die Wells der 96-Well-Platten pipettiert. 
 
Nach Mediumwechsel am nächsten Tag wurden am 3. bzw. 4. Tag jeweils auf eine der 
Platten 10 µl Resazurin bei gedämmtem Licht unter der Sterilbank pipettiert und diese wieder 





bei 37°C inkubiert. Die Bestimmung der Zellviabilität zur Beurteilung des 
Proliferationsverhaltens erfolgte mittels Fluoreszenzmessung nach 3 h und 4 h am Tecan 
(excitation wavelength 545 nm, emission wavelength 590 nm). 
 
 
3.1.6.2    Zellzahlbestimmung im 6-Well-Plattensystem 
 
Die Zellproliferation wurde auch mittels 6-Well-Plattensystem untersucht. Das Abtrypsinieren, 
Zentrifugieren und Auszählen der Zellen erfolgte wie unter 3.1.6.1 beschrieben. Es wurden 
40.000 Zellen in 2 ml auf jedes Well verteilt. Jeder Zelltyp wurde im Doppelansatz ausgesät. 
Danach wurden die Platten bei 37°C inkubiert. 
 
Am darauffolgenden Tag erfolgte der Mediumwechsel. In jedes Well wurden 2 ml frisches 
Medium pipettiert. Am 5. Tag fanden das Auszählen der Zellen und die Gewinnung der 
Zellüberstände und Zellpellets statt. Die Überstände wurden abgenommen, in 2 ml 
Eppendorfcups überführt und zur Entfernung von Zellresten bei 13.000 rpm 2 min 
zentrifugiert. Sie wurden in 1,5 ml Eppendorfcups umgefüllt und bei -20°C für die spätere 
Proteinbestimmung eingefroren. Die Zellen wurden mit 300 µl Trypsin abgelöst, mit 700 ml 
Medium neutralisiert und in ein 1,5 ml Eppendorfcup pipettiert. Die Bestimmung der Zellzahl 
erfolgte am Cedex XS Analyzer und im Anschluss die Zentrifugation der Zellsuspensionen 
bei 13.000 rpm für 2 min. Der Überstand wurde dekantiert, das Zellpellet im Restvolumen 
resuspendiert und Duplikate in ein Eppendorfcup zusammengeführt. Die Cups wurden 
nochmals bei 3000 rpm 2 min zentrifugiert, der Überstand abgenommen und die Pellets 
bei -20°C für die RNA-Isolierung eingefroren. 
  
 
3.1.6.3    Dehnversuch 
 
Zur Simulation der mechanischen Belastung einer Wunde wurde ein Gerät zur zyklischen 
Dehnung adhärenter Zellen entwickelt (Abb. 8). Die Auswirkung von zyklischer Dehnung auf 
die Zellproliferation sowie die Zytokinsekretion untersuchte man durch Auszählen der 
gedehnten bzw. ungedehnten Zellen nach 70 Stunden. Die Dehnung erfolgte mittels 
Vakuumpumpe im Minutentakt und unter Steuerung durch eine Zeitschaltuhr. Der 
Versuchsansatz wurde wie unter 3.1.6.1 beschrieben durchgeführt. Von jedem Zelltyp 
wurden 60.000 Zellen in 4 ml Medium pro Well der Dehnplatten im Doppelansatz ausgesät. 





Jede Dehnplatte wurde 2-fach angesetzt, wovon später nur eine der zyklischen Dehnung 
ausgesetzt wurde. Es folgte Inkubation bei 37°C. 
 
Nach Mediumwechsel am nächsten Tag wurden die Platten am 3. Versuchstag in die 
Dehnkammer eingespannt und die zyklische Dehnung im Minuten-Takt im Brutschrank für 
die folgenden 72 Stunden gestartet. Die Platten mit den ungedehnten Kontrollen wurden 
ebenfalls bei 37°C inkubiert. 
 
 
a)                                                                        b) 
 
                           c)  
        
  ▲Abb. 8: Aufbau der im Labor entwickelten Dehnkammer zur zyklischen Zelldehnung 
a) im unbesetzten Zustand, b) voll belegt mit vier 6-Well-Platten, 
c) in geschlossenem Zustand, bereit zur Dehnung. 
 
 
Nach Beendigung der Dehnung erfolgte die Gewinnung der Überstände und das Auszählen 
der gedehnten und ungedehnten Zellen. Die Überstände (4 ml) wurden abgenommen, in je 
ein 15 ml Falcon pipettiert, 5 min bei 3000 rpm zentrifugiert und im Anschluss auf drei 
1,5 ml Eppendorfcups verteilt. Nach zweimaligem Waschen mit je 4 ml PBS wurden die 





Zellen mit 500 µl Trypsin abtrypsiniert, mit 1 ml Medium neutralisiert und dann in 
1,5 ml Eppendorfcups pipettiert. Das Auszählen der Zellen und die Herstellung der Pellets 
erfolgten wie unter 3.1.6.2 beschrieben. Die Überstände und Zellpellets wurden 
anschließend bei -20°C tiefgefroren. 
 
 
3.1.6.4    Experimente unter dem Einfluss von Botulinumtoxin A  
 
Die Effekte von Botulinumtoxin A (BT A) auf NHF und Keloidfibroblasten wurden mittels 
Resazurin-Assay und Zellkultivierung in 6-Well-Platten untersucht. Das verwendete 
Botulinumtoxin A wurde im Vorfeld der Experimente in PBS auf eine Konzentration von 
10.0 IU pro ml verdünnt und bei -20°C aufbewahrt. 
 
 
3.1.6.4.1    Resazurin-Assay mit Botulinumtoxin A 
 
Das Ansetzen des Versuchs erfolgte wie unter 3.1.6.1 beschrieben. Jede Zellart wurde 
20-fach auf der 96-Well-Platte ausgesät. 
 
Am 2. Tag wurden fünf Ansätze aus NHF-Medium, PBS und Botulinumtoxin A für den 
Mediumwechsel hergestellt: Kontrolle, 1 IU, 2.5 IU, 5 IU und 10 IU BT A (Tab. 9). Der Anteil 
an Medium war in allen Ansätzen gleich. Das Restvolumen setzte sich bei den Ansätzen für 
1 bis 5 IU BT A aus PBS und Botulinumtoxin zusammen. Die Kontrolle enthielt zusätzlich 
zum Medium nur PBS, der Ansatz für 10 IU BT A nur Botulinumtoxin A. Das Medium in den 
96-Well-Platten wurde durch 100 µl mit 0 bis 10 IU BT A ersetzt, wobei von jedem der 
Ansätze 4-fach Werte pipettiert wurden. 
Nach 48 h und 72 h wurden wie unter 3.1.6.1 10 µl Resazurin zugegeben und die 






















▲Tab. 9: Beispiel für das Mischungsverhältnis der Ansätze für ein Resazurin-Assay mit einem 
Gesamtvolumen von 6 ml pro Ansatz. 
 
 
3.1.6.4.2    Inkubation mit Botulinumtoxin A im 6-Well-Plattensystem 
 
Der Versuchsansatz erfolgte wie unter 3.1.6.2 beschrieben. Für jede Zellart wurde eine 
6-Well-Platte angesetzt.  
 
Am nächsten Tag wurden wie unter 3.1.6.4.1 Ansätze aus NHF-Medium, PBS und 
Botulinumtoxin A für Kontrolle, 1 IU und 2.5 IU BT A hergestellt (Tab. 10). Dann wurde das 
Medium in den Wells durch 2 ml der Ansätze ersetzt und dabei pro Platte jeder der drei 
Ansätze 2-fach pipettiert. 
 
Am 5. Tag erfolgte das Abnehmen und Auszählen der Zellen und Überstände sowie das 








▲Tab. 10: Beispiel für das Mischungsverhältnis der Ansätze für ein 
 Proliferationsassay mit 6-Well-Platten und einem Gesamtvolumen von 25 ml pro Ansatz. 
 
 BT A PBS Medium 
Kontrolle / 1,5 ml 4,5 ml 
1 IU 150 µl 1,350 ml 4,5 ml 
2.5 IU 375 µl 1,125 ml 4,5 ml 
5 IU 750 µl 750 µl 4,5 ml 
10 IU 1,5 ml / 4,5 ml 
 BT A PBS Medium 
Kontrolle / 1,563 ml 23,437 ml 
1 IU 625 µl 938 µl 23,437 ml 
2.5 IU 1,563 ml / 23,437 ml 





3.1.7    Mikroskopfotographie 
 
Um die Morphologie der Keloidfibroblasten untereinander und mit NHF bezüglich Zellgröße, 
Zellform und Siedlungsmuster zu vergleichen, wurden mithilfe einer speziellen Kamera über 
einen Okularaufsatz digitale Fotografien am Mikroskop angefertigt. Als Zeitpunkt wurde das 




3.2    Expressionsanalyse 
3.2.1    Proteinexpressionsanalyse  
 
Zur Analyse der Expression verschiedener Wachstumsfaktoren, Adhäsionsmoleküle und 
proinflammatorischer Zytokine wurde die Detektion auf Proteinebene mittels Enzyme Linked 
Immunosorbent Assay (ELISA) durchgeführt. Hierfür wurde das Verfahren des Sandwich-
ELISAs mit Capture- und Detection-Antibody gewählt.  
 
Je 100 µl des nach Herstellerangaben in steril filtriertem 1x PBS gelösten Capture Antibody 
wurden auf der 96-Well-Platte verteilt, die Platte mit Parafilm abgedeckt und über Nacht bei 
Raumtemperatur inkubiert. Am nächsten Tag wurde jedes Well mit ca. 400 µl Waschpuffer, 
welcher anschließend möglichst vollständig entfernt wurde, dreimal gewaschen. Darauf 
folgte das Blocken der Platte mit 300 µl Reagent Diluent für mindestens eine Stunde. Für 
den Standard wurde eine 7-Punkt-Verdünnungsreihe in Reagent Diluent ausgehend von 
einer maximalen Konzentration von 250-1000 pg/ml erstellt. Nach dem Blocken und 
erneuten Waschen erfolgte die Verteilung von je 100 µl des Standards, der Proben bzw. des 
Reagent Diluent als Blank. Nach Abdecken der Platte mit Parafilm wurde diese wieder über 
Nacht inkubiert.  
 
Nach dreimaligem Waschen am nächsten Tag folgte die Zugabe von je 100 µl des nach 
Herstellerangaben in Reagent Diluent gelösten Detection Antibody. Nach zwei Stunden 
Inkubation und erneutem Waschen wurden 100 µl Streptavidin pipettiert und die Platte für 
20 min dunkel gelagert. Nach erneutem Waschen wurden 100 µl Substrat Solution pipettiert 
und die Platte daraufhin solange dunkel gelagert, bis ein ausreichender Farbumschlag 





ersichtlich war. Es folgte das Abstoppen des ELISAs mit 50 µl Stop Solution und die 
möglichst zügige Fluoreszenzmessung am Tecan (Filter: measurement wavelength 450 nm). 
 
 
3.2.2    Genexpressionsanalyse 
 
Die Expressionsanalyse der im ELISA untersuchten Faktoren erfolgte ebenfalls mittels 
Detektion auf RNA-Ebene. Nach Isolierung der RNA und deren Umschreibung in cDNA 




3.2.2.1    RNA-Isolierung (Quiagen RNeasy Mini) 
 
Die RNA-Isolierung erfolgte mithilfe des RNeasy Mini Kit (Qiagen) in einem Säulensystem. 
Zu Beginn wurden zwei verschiedene Ansätze Puffer work solution als Lysispuffer unter 
Verwendung des RLT- und des RPE-Puffers hergestellt (Tab. 11). 
 
 
1. Puffer work solution 1 ml RLT-Puffer und 10 µl β-Mercaptoethanol (1%) 
2. Puffer work solution 4 Volumenanteile Ethanol (96-100%) zu Volumenanteil 
RPE-Puffer 
 
▲Tab. 11: Zusammensetzung der verschiedenen Ansätze der Puffer work solution als Lysispuffer. 
 
 
Auf die Zellpellets wurden 350 µl des ersten Lysispuffers pipettiert und durch längeres 
Vortexen eine vollständig homogene Zellsuspension erzeugt. Nach Ausfällen der RNA durch 
Zugabe von 350 µl 70% Ethanol wurden 700 µl Probe jeweils in eine Säule in einem 2 ml 
Eppendorfcup pipettiert. Diese wurden anschließend für 15 sec bei > 8000 g zentrifugiert und 
der Durchfluss verworfen. Nach Zugabe von 700 µl RW1-Puffer auf die Säule wurde erneut 
15 sec bei > 8000 g zentrifugiert und der Durchfluss verworfen. Für den DNA-Verdau wurden 
10 µl DNase und 70 µl RDD-Puffer pro Probe gemischt und 80 µl davon auf die Säule 
pipettiert. Nach Inkubation bei Raumtemperatur für 30 min erfolgte ein Waschgang mit 
350 µl RW1-Puffer und anschließend die Zentrifugation für 15 sec bei > 8000 g. Der 





Durchfluss und das Eppendorfcup wurden verworfen und die Säule in ein neues 
Eppendorfcup platziert. Nach Zugabe von 500 µl RPE-Puffer als 2. Puffer work solution 
folgte die Zentrifugation für 15 sec bei > 8000 g. Dann wurden erneut 500 µl RPE-Puffer in 
die Säule pipettiert und durch Zentrifugieren für 2 min bei > 8000 g die Silicagel-Membran 
getrocknet. Die Säule wurde in ein neues 1,5 ml Eppendorfcup platziert und 
30-50 µl RNase-freies Wasser aufpipettiert. Durch Zentrifugieren für 1 min bei > 8000 g 
wurde die RNA eluiert. Im Anschluss folgte die Konzentrationsbestimmung der RNA im 
Picodrop in ng/ml, woraufhin die RNA zügig bei -80°C tiefgefroren wurde. 
 
 
3.2.2.2    Reverse Transkription von RNA in cDNA 
 
Die Umschreibung der RNA in cDNA erfolgte im Zuge der reversen Transkription unter 
Eiskühlung. Die isolierte RNA wurde auf Eis aufgetaut und mit RNase- und DNase-freiem 
Wasser auf 10 µl in der für den Versuchsansatz benötigten Konzentration verdünnt. Es 
folgten die Denaturierung der RNA-Verdünnung für 5 min bei 65°C im Invitrogen Superscript 
und die Herstellung des MasterMix auf Eis (Tab. 12). Die Proben wurden 1 min auf Eis 
abgekühlt und anschließend mit jeweils 9 µl des MasterMix versetzt. Alle weiteren 
Erwärmungs- und Abkühlungsphasen fanden im Invitrogen Superscript statt. Nach 
Erwärmung auf 42°C für 2 min wurde 1 µl Superscript pro Ansatz pipettiert. Dann wurde für 
50 min wieder auf 42°C erhitzt, anschließend für 15 min auf 70°C und danach auf 4°C 
abgekühlt. Für eine weitere Lagerung wurden die Proben bei -20°C tiefgefroren. 
 
 
MasterMix 1 x 
Oligo dT 1 µl 
10mM dNTP 1 µl 
5xRT Puffer 4 µl 
0,1M DTT 2 µl 
RNAse Out 1 µl 
 









3.2.2.3    Quantitative real-time PCR (qRT-PCR) 
 
Die Quantifizierung der cDNA wurde mithilfe der quantitativen real-time polymerase chain 
reaction (qRT-PCR) unter Verwendung des Syber Green Kit durchgeführt. Für jede der 
cDNA-Proben wurden Ansätze von 50 µl mit RNase- und DNase-freiem Wasser und 
mindestens 35 ng cDNA hergestellt. Es folgte die Bereitstellung des jeweiligen MasterMix mit 
den Primern der gewünschten Proteine und von GAPDH als house keeping gene. Je 5 µl der 
verdünnten cDNA wurden als Template auf die 96-Well-Platte pipettiert (n=9). Als Kontrolle 
wurde zusätzlich für jeden Primer eine no-template-control (NTC) mit 5 µl RNase-freiem 
Wasser statt cDNA angesetzt. Anschließend erfolgte die Verteilung von 20 µl MasterMix. 
Jeder MasterMix wurde pro Template dreifach pipettiert. Es folgte die Abdeckung der Platte 
mit einer Schutzfolie und die Zentrifugation für 2 min bei 4000 U/min. Die PCR lief daraufhin 
im Thermozykler in 42 Zyklen ab. 
 
 
3.3    Statistische Auswertung 
 
Die Auswertungen und die Erstellung der Graphen wurden entweder mit Excel 2010 oder mit 
Graphpad prism 5.02 (GraphPad Software, Inc., CA 92037 USA) erstellt. Die statistische 
Analyse wurde unter Verwendung des Mann-Whitney-Test (unpaired two-tailed t-test) in 
Graphpad prism 5.02 durchgeführt. Die Ergebnisse sind dargestellt als Balken und 
Standardabweichungen. Die Fehlerbalken in den Graphen repräsentieren die 
Standardabweichung aus mindestens drei unabhängigen Versuchen, sofern keine anderen 
Angaben vorliegen. Statistische Signifikanz wurde festgelegt auf p<0,05. Die 
Signifikanzwerte wurden mit * (p<0,05, signifikant), ** (p<0,01, sehr signifikant), 
*** (p<0,001, hochsignifikant) und ns (p≥0,05, nicht signifikant) gekennzeichnet. Die Aussaat 
der Versuche erfolgte in Doppel- oder Dreifachansätzen in unabhängigen Wells (jeweils 
genauere Angaben in den Beschreibungen der einzelnen Experimente unter „Methoden“). 
Der Parameter n steht für die Anzahl unabhängiger Versuchsansätze. Durchgezogene 
Striche über den Balken in den Graphen beschreiben die Signifikanz der darunter 
eingeschlossenen Balken zur Kontrolle, Symbole (ns, *, **, ***) direkt über den Balken 
betreffen das Signifikanzverhalten des jeweiligen Balken zur Kontrolle.





4    Ergebnisse 
 
Die Versuche wurden mit normalen dermalen Fibroblasten (NHF) und den Keloidfibroblasten 
(KF) A-H durchgeführt. Diese entstammten den Gewebeproben von sechs verschiedenen 
Keloidpatienten. Die Gruppe enthielt Patienten beider Geschlechter und unterschiedlicher 
Altersgruppen mit Keloiden in zum Teil unterschiedlicher Lokalisation am Ohr (Tab. 13). 
 
    
▲Tab. 13: Demografie der Keloidpatienten und Entnahmestellen. 
 
 
4.1    Proliferation 
 
4.1.1    Resazurin-Assay 
 
Die Bestimmung der Viabilität der Zellen im Resazurin-Assay zur Beurteilung ihres 
Proliferationsverhalten zeigte eine hochsignifikant (p<0,001) erniedrigte Zellvermehrung aller 
untersuchten Keloidibroblasten (KF) A-E im Vergleich zu den normalen dermalen 
Fibroblasten (NHF) (Abb. 9). Die NHF wiesen eine deutlich erhöhte Proliferation gegenüber 
jeder einzelnen Keloidfibroblastenart auf, die größte Differenz (37,40%) ergab sich zwischen 
NHF und KF A (p<0,0001). Des Weiteren betrugen die Proliferationswerte von KF B 91,52% 
(p<0,0001), von KF C 86,49% (p<0,0001), von KF D 77,40% (p<0,0001) und von KF E 
69,20% (p<0,0001) des NHF-Wertes. Auch die Keloidfibroblasten untereinander zeigten eine 
Keloid-
Fibroblastenkultur 
Geschlecht Alter Entnahmestelle 
KF A weiblich 44 vorderer Helix-Rand 
KF B weiblich 14 hintere Concha 
KF C männlich 24 hinterer Helix-Rand 
KF D weiblich 23 Ohrläppchen 
KF E männlich 24 Ohrläppchen 
KF H weiblich 56 Ohrläppchen 





deutliche Streuung innerhalb der Proliferationstendenzen auf. Die Keloidfibroblasten A-E 
zeigten beim direkten Vergleich aller einzelnen Kulturen zueinander hochsignifikante 
(p<0,0001) Unterschiede bezüglich des Anstiegs der Zellzahl. Es ergaben sich Differenzen 
von 5,03% (KF B zu KF C) bis 28,08% (KF A zu KF B). Die Proliferation wurde auch hierfür 
jeweils an NHF als Kontrolle gemessen (Abb. 10). 
 
 




















































                      

























































▲Abb. 9, 10: Zellviabilität im Resazurin-Assay: Keloidfibroblasten (KF) A-E im Vergleich zu 
normalen dermalen Fibroblasten (NHF) nach Inkubation für 72 h in NHF-Nährmedium, 
Zellzahlbestimmung durch Viabilitätsmessung mittels Resazurin und Fluoreszenzmessung im Tecan 
(verwendete Daten: nach 72h, 4h nach Resazurinzugabe). Die Fehlerbalken repräsentieren die 
Standardabweichung (n=6). Statistische Signifikanzwerte wurden mit: p≥0,05 (ns, nicht signifikant), 
p<0,05 (*, signifikant), p<0,01 (**, sehr signifikant), p<0,001 (***, hochsignifikant) festgelegt und genau 
gekennzeichnet. Durchgezogene Striche über mehrere Balken beschreiben die Signifikanzen 
innerhalb der jeweiligen Gruppe von Balken. Symbole (*, ns) direkt über einem Balken beschreiben 
das Signifikanzverhalten dieses Balkens zur Kontrolle. 
 
 
4.1.2    Zellzahlbestimmung im 6-Well-Plattensystem 
 
Die Proliferation im Sinne einer Zellzahlzunahme über den Beobachtungszeitraum der 
normalen dermalen Fibroblasten (NHF) und der Keloidfibroblasten (KF) A-E im 6-Well-
System mit elektronischer Zellzahlbestimmung im Cedex XS Analyzer ergab ebenfalls eine 
signifikant erniedrigte Proliferation von KF A-E gegenüber den NHF (Abb. 11). Auch hier 
wiesen KF A die niedrigsten Werte auf, sie erreichten nur 16,48% (p=0,0002) der 
NHF-Proliferation, die höchste Zellvermehrungsrate ergab sich bei KF B mit 67,01% 
(p<0,0001). Bei den übrigen Keloid-Kulturen zeigte die Analyse für KF C eine um 
▲Abb. 9: Zellviabilität im Resazurin- 
Assay: Keloidfibroblasten (KF) A-E im 
Vergleich zu NHF.   
 
▲Abb.10: Zellviabilität im Resazurin-
Assay: Keloidfibroblasten (KF) A-E im 
Vergleich untereinander, Wachstum in % 
zu NHF als Kontrolle angegeben. 
 





49,04% (p<0,0001), für KF D eine um 64,67% (p<0,0001) und für KF E eine um 50,39% 
(p<0,0001) erniedrigte Proliferation gegenüber NHF als Kontrolle. 
Die Betrachtung der Keloidfibroblasten untereinander ergab stark divergierende 
Wachstumsmuster. Besonders die Keloidfibroblastenkultur A zeigte eine deutlich verringerte 
Proliferationstendenz gegenüber den übrigen Fibroblasten KF B-E. Die Differenz zwischen 
den Proliferationswerten der einzelnen Kulturen betrug für KF B eine um 50,53% (p=0,0004), 
für KF C um 34,48% (p=0,0004), für KF D um 18,85% (p=0,0009) und für KF E um 33,13% 






















































▲Abb. 11: Zellproliferation der Keloidfibroblasten (KF) A-E im Vergleich zu normalen dermalen 
Fibroblasten (NHF) nach Inkubation für 96 h in NHF-Medium. Bestimmung der Zellkonzentration 
mittels Cedex XS Analyzer. Die Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung (NHF: n=6, KF 




4.1.3    Dehnversuch 
 
Die zyklische Dehnung im Minutentakt über 70 h in der Dehnkammer ergab weder bei den 
NHF noch bei den Keloidfibroblasten (KF) A-E eine signifikante Veränderung der 
Zellproliferation im Vergleich zur ungedehnten Kontrolle der einzelnen Kulturen. Weder eine 
Stimulation noch eine Hemmung der Proliferation konnte unter dem Einfluss der Dehnung 
festgestellt werden (Abb. 12).   
 



























































































































▲Abb. 12: Zellproliferation der Keloidfibroblasten (KF) A-E und normalen dermalen 
Fibroblasten (NHF) nach zyklischer Dehnung im Minutentakt über 70 h mit Vergleich der 
gedehnten Probe zu einer ungedehnten Kontrolle, Bestimmung der Zellkonzentration mittels Cedex 




4.1.4    Zellproliferation unter dem Einfluss von  
            Botulinumtoxin A 
 
Im Folgenden wurde der Einfluss von Botulinumtoxin A (BT A) auf das 
Proliferationsverhalten von normalen dermalen Fibroblasten (NHF) und der 
Keloidfibroblasten (KF) A-H analysiert. Eingesetzt wurden konstante Konzentrationen von 
1.0 IU, 2.5 IU, 5.0 IU und 10.0 IU BT A. 
 
 
4.1.4.1    Resazurin-Assay 
 
Im Resazurin-Assay zeigte sich im Zuge der Zellviabilitätsmessung beim Einsatz von 1.0 IU, 
2.5 IU, 5.0 IU und 10 IU BT A für NHF nur bei einer Konzentration von 5.0 IU BT A eine 
signifikante Verminderung der Proliferation um 4,49% (p=0,04) im Vergleich zur Kontrolle. 
Unter dem Einfluss von 1.0 IU, 2.5 IU und 10.0 IU BT A ergab sich keine signifikante 
Veränderung der Zellvermehrung (Abb. 13). Bei Betrachtung der Keloidfibroblasten (KF) A-H 





als Gesamtheit war bei einer Konzentration von 1.0 IU BT A eine signifikante Reduktion der 
Proliferation um 3,76% (p=0,0262) erkennbar, bei 2.5 IU, 5.0 IU und 10.0 IU BT A war die 
Zellvermehrung jeweils um 6,58% (p<0,0001), 6,10% (p=0,0001) und 4,99% (p=0,001) 
signifikant erniedrigt (Abb. 13).   
 
 
            Zellviabilität nach












































































                                                                                                
 
▲Abb. 13: Zellviabilität von normalen dermalen Fibroblasten (NHF) und der Keloidfibroblasten 
(KF) A-H insgesamt im Resazurin-Assay mit und ohne Inkubation mit Botulinumtoxin A (1.0 IU, 
2.5 IU, 5.0 IU und 10.0 IU pro 100 µl NHF-Nährmedium) für 72 h bei Vergleich mit der unbehandelten 
Kontrolle, Zellzahlbestimmung mittels Resazurin und Fluoreszenzmessung im Tecan (verwendete 
Daten: nach 96 h Inkubation, 4 h nach Resazurinzugabe). Die Fehlerbalken repräsentieren die 
Standardabweichung (NHF und KF H: n=4, KF A-E: n=3).  
 
 
Die einzelnen Keloidfibroblasten A-H zeigten nur teilweise Veränderungen unter dem 
Einfluss des BT A (Abb. 14-21). KF C, D und H waren bei keiner der eingesetzten 
Konzentrationen von BT A signifikant verändert. KF A ließen nur bei 2.5 IU BT A eine um 
10,25% (p=0,0404) signifikant reduzierte Proliferation erkennen (Abb. 16). KF B hingegen 
zeigte signifikant verringerte Werte nach Inkubation mit allen vier Konzentrationen von BT A 
(Abb. 17). Die Proliferation betrug jeweils 95,89% (p=0,0043) bei 1.0 IU BT A, 93,11% 
(p=0,0002) bei 2.5 IU BT A, 91,59% (p=0,0009) bei 5.0 IU BT A und 92,81% (p=0,0009) bei 
10.0 IU BT A des Versuchsergebnisses der unbehandelten Kontrolle. Auch die Keloidkultur E 
war bei jeder eingesetzten Konzentration von BT A signifikant vermindert (Abb. 20). Die 
Reduktion der Zellzahl von KF E gegenüber der Kontrolle betrug in Reihenfolge der 
aufsteigenden Konzentrationen des BT A die Werte 4,73% (p=0,0351), 7,95% (p=0,0073), 





7,28% (p=0,0051) und 5,20% (p=0,0262). Die geringste Proliferation fand also bei Inkubation 
mit 2.5 IU BT A statt. Bei weiterer Erhöhung der Konzentration nahm die Zellvermehrung 
























































































































Abb. 14-21: Normale dermale Fibroblasten (NHF) und Keloidfibroblasten (KF) A-H im 
Resazurin-Assay mit und ohne Inkubation mit Botulinumtoxin A (1.0 IU, 2.5  IU, 5.0 IU und 10.0 
IU pro 100 µl NHF- Nährmedium) für 72 h beim Vergleich mit der unbehandelten Kontrolle, 
Zellviabilitätsbestimmung mittels Resazurin und Fluoreszensmessung im Tecan (verwendete Daten: 
nach 96 h Inkubation, 4 h nach Resazurinzugabe). Die Fehlerbalken repräsentieren die 
Standardabweichung (NHF und KF H: n=4, KF A-E: n=3). BT= Botulinumtoxin A.  




















































▲Abb. 16: Zellviabilität der Keloidfibroblasten (KF) A im Resazurin-Assay. 
 















































▲Abb. 17: Zellviabilität der Keloidfibroblasten (KF) B im Resazurin-Assay. 
 


















































Abb. 14-21: Normale dermale Fibroblasten (NHF) und Keloidfibroblasten (KF) A-H im 
Resazurin-Assay mit und ohne Inkubation mit Botulinumtoxin A (1.0 IU, 2.5  IU, 5.0 IU und 10.0 
IU pro 100 µl NHF- Nährmedium) für 72 h beim Vergleich mit der unbehandelten Kontrolle, 
Zellviabilitätsbestimmung mittels Resazurin und Fluoreszensmessung im Tecan (verwendete Daten: 
nach 96 h Inkubation, 4 h nach Resazurinzugabe). Die Fehlerbalken repräsentieren die 
Standardabweichung (NHF und KF H: n=4, KF A-E: n=3). BT= Botulinumtoxin A.  


















































▲Abb. 19: Zellviabilität der Keloidfibroblasten (KF) D im Resazurin-Assay. 
 















































▲Abb. 20: Zellviabilität der Keloidfibroblasten (KF) E im Resazurin-Assay. 
 


















































Abb. 14-21: Normale dermale Fibroblasten (NHF) und Keloidfibroblasten (KF) A-H im 
Resazurin-Assay mit und ohne Inkubation mit Botulinumtoxin A (1.0 IU, 2.5  IU, 5.0 IU und 10.0 
IU pro 100 µl NHF- Nährmedium) für 72 h beim Vergleich mit der unbehandelten Kontrolle, 
Zellviabilitätsbestimmung mittels Resazurin und Fluoreszensmessung im Tecan (verwendete Daten: 
nach 96 h Inkubation, 4 h nach Resazurinzugabe). Die Fehlerbalken repräsentieren die 
Standardabweichung (NHF und KF H: n=4, KF A-E: n=3). BT= Botulinumtoxin A.  





4.1.4.2    6-Well-Plattensystem  
 
Im Rahmen der Versuchsreihe in 6-Well-Systemen wurde der Einfluss von BT A in den 
Konzentrationen 1.0 IU und 2.5 IU auf das Proliferationsverhalten der Fibroblasten 
untersucht. Weder für NHF noch für die Keloidfibroblasten A-H ergaben sich signifikante 















▲Abb. 22: Zellproliferation von normalen dermalen Fibroblasten (NHF) und aller 
Keloidfibroblasten (KF) A-H mit und ohne Inkubation mit Botulinumtoxin A (1.0 IU und 2.5 IU pro 
4 ml NHF-Nährmedium) für 72 h bei Vergleich mit der unbehandelten Kontrolle, Bestimmung der 
Zellkonzentration mittels Cedex XS Analyzer. Die Fehlerbalken repräsentieren die 




Sowohl die Betrachtung aller Keloidfibroblasten (KF) A-H als Gesamtheit, als auch die 
Analyse der Keloidfibroblasten A, B, D, E und H im Einzelnen ergaben keine Signifikanzen 
bezüglich eines veränderten Proliferationsverhaltens der Fibroblasten unter dem Einfluss des 
BT A im Vergleich zur Kontrolle. Nur KF C zeigte bei einer Konzentration von 1.0 IU BT A 
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▲Abb. 23: Zellproliferation aller Keloidfibroblasten (KF) A-H. 
 






































▲Abb. 24: Zellproliferation von normalen dermalen Fibroblasten (NHF). 
 






































▲Abb. 25: Zellproliferation der Keloidfibroblasten (KF) A. 
 
 
Abb. 23-30: Zellproliferation von normalen dermalen Fibroblasten (NHF) und der einzelnen 
Keloidfibroblasten (KF) A-H mit und ohne Inkubation mit Botulinumtoxin A (1.0 IU und 2.5  IU 
pro 4 ml NHF-Nährmedium) für 72 h bei Vergleich mit der unbehandelten Kontrolle, Bestimmung der 
Zellkonzentration mittels Cedex XS Analyzer. Die Fehlerbalken repräsentieren die 
Standardabweichung (NHF und KF H: n=4, KF A-E: n=3). BT= Botulinumtoxin A.  











































▲Abb. 26: Zellproliferation der Keloidfibroblasten (KF) B. 
 







































▲Abb. 27: Zellproliferation der Keloidfibroblasten (KF) C. 
 






































▲Abb. 28: Zellproliferation der Keloidfibroblasten (KF) D. 
 
 
▲Abb. 23-30: Zellproliferation von normalen dermalen Fibroblasten (NHF) und der einzelnen 
Keloidfibroblasten (KF) A-H mit und ohne Inkubation mit Botulinumtoxin A (1.0 IU und 2.5  IU 
pro 4 ml NHF-Nährmedium) für 72 h bei Vergleich mit der unbehandelten Kontrolle, Bestimmung der 
Zellkonzentration mittels Cedex XS Analyzer. Die Fehlerbalken repräsentieren die 
Standardabweichung (NHF und KF H: n=4, KF A-E: n=3). BT= Botulinumtoxin A.  











































▲Abb. 29: Zellproliferation der Keloidfibroblasten (KF) E. 
 






































▲Abb. 30: Zellproliferation der Keloidfibroblasten (KF) H. 
 
Abb. 23-30: Zellproliferation von normalen dermalen Fibroblasten (NHF) und der einzelnen 
Keloidfibroblasten (KF) A-H mit und ohne Inkubation mit Botulinumtoxin A (1.0 IU und 2.5  IU 
pro 4 ml NHF-Nährmedium) für 72 h bei Vergleich mit der unbehandelten Kontrolle, Bestimmung der 
Zellkonzentration mittels Cedex XS Analyzer. Die Fehlerbalken repräsentieren die 
Standardabweichung (NHF und KF H: n=4, KF A-E: n=3). BT= Botulinumtoxin A.  
 
 
Insgesamt war keine eindeutige Tendenz in der Beeinflussung des Proliferationsverhaltens 
der Fibroblasten unter dem Einfluss von Botulinumtoxin A erkennbar. Die Ergebnisse in den 
verschiedenen Kulturen waren sehr unterschiedlich (Abb. 23-30). So gab es bei den NHF 
kaum Schwankungen der Zellvermehrung bei 1.0 IU und 2.5 IU BT A (Abb. 24), KF A zeigte 
hingegen bei 1.0 IU BT A ein Absinken und bei 2.5 IU BT A wiederum einen Anstieg der 
Proliferation (Abb. 25). KF D ließ jeweils bei 1.0 IU und 2.5 IU BT A tendenziell eine 
Steigerung der Zellvermehrung erkennen (Abb. 28). Im Gegensatz dazu war bei KF B, C und 
E die Proliferation bei 1.0 IU BT A leicht erhöht, bei 2.5 IU hingegen leicht erniedrigt. Diese 
Schwankungen zeigten allerdings keine signifikanten Ausprägungen.  





4.2    Proteinexpression 
 
Im Folgenden wurde die Proteinexpression basal und im Speziellen unter dem Einfluss 
zyklischer Dehnung sowie der Einwirkung von Botulinumtoxin A (BT A) analysiert. Die Werte 
wurden in der Einheit pg pro 1x103 Zellen verwendet. 
 
4.2.1    Basale Expressionswerte 
4.2.1.1    Interleukin 6 (IL-6) 
 
Die Expression von Interleukin 6 (IL-6) auf Proteinebene wurde in den Zellüberständen von 
normalen dermalen Fibroblasten (NHF) und den Keloidfibroblasten (KF) A-E ermittelt 
(Abb. 31). Für KF A, KF B und KF C zeigte sich eine gegenüber den NHF signifikant 
erniedrigte Expression von IL-6. Im Einzelnen betrug sie für KF A 30,88% (p=0,0021), für 
KF B 21,00% (p<0,0001) und bei KF C 18,39% (p<0,0001) der NHF-Synthese. Die Analyse 
von KF D und KF E ergab keine signifikanten Unterschiede in der Proteinexpression von IL-6 















































▲Abb. 31: Proteinexpression von Interleukin 6 (IL-6) in Keloidfibroblasten (KF) A-E im 
Vergleich zu normalen dermalen Fibroblasten (NHF) nach Inkubation für 96 h in NHF-Medium, 
detektiert mittels enzym-linked immunosorbent assay (ELISA). Die Fehlerbalken repräsentieren die 










4.2.1.2    Vascular endothelial growth factor (VEGF) 
 
Auch der vascular endothelial growth factor (VEGF) wurde für NHF und KF A-E aus den 
Zellüberständen ermittelt. Die Analyse ergab eine signifikant erhöhte Expression des 
Proteins bei allen Keloidfibroblasten (KF) A-E im Vergleich mit NHF, bei welchen kaum eine 
Expression detektierbar war (Abb. 32). Die stärkste Syntheseleistung zeigte KF A, welche 
mit 5,20 pg pro 1x103 Zellen 18,57-mal höher als bei den NHF war (p<0,0001). KF B wies 
5,82-fach (p<0,0001) und KF C 6,11-fach erhöhte Werte gegenüber NHF auf (p<0,0001). Für 
KF D ergab sich eine 15,39-fach (p<0,0001), bei KF E eine 10,93-fach (p<0,0001) stärkere 
















































▲Abb. 32: Proteinexpression des vascular endothelial growth factor (VEGF) in 
Keloidfibroblasten (KF) A-E im Vergleich zu normalen dermalen Fibroblasten (NHF) nach 
Inkubation für 96 h in NHF-Medium, detektiert mittels enzym-linked immunosorbent assay (ELISA). 
Die Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung (n=6).  
 
 
4.2.2    Proteinexpression nach mechanischer Dehnung 
 
Aus den Zellüberständen der Dehnversuche mit NHF und KF A-E wurde die Expression der 
Proteine IL-6 und VEGF ermittelt und auf signifikante Unterschiede bei Vergleich der 
gedehnten Probe zur ungedehnten Kontrolle untersucht. 
 
4.2.2.1    Interleukin 6 (IL-6) 
 
Sowohl NHF als auch die Keloidfibroblasten (KF) A-E zeigten unter dem Einfluss der 
Dehnung keine signifikant erhöhte oder erniedrigte Expression von IL-6 (Abb. 33). 













































































































▲Abb. 33: Proteinexpression von Interleukin 6 (IL-6) in Keloidfibroblasten (KF) A-E und 
normalen dermalen Fibroblasten (NHF) nach zyklischer Dehnung im Minutentakt über 70 h mit 
Vergleich der gedehnten Probe zu einer ungedehnten Kontrolle, detektiert mittels enzym-linked 
immunosorbent assay (ELISA). Die Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung (n=4).  
 
 
4.2.2.2    Vascular endothelial growth factor (VEGF) 
 
Der Einfluss der Dehnung zeigte bei der Analyse der Expression von VEGF auf 
Proteinebene weder für die NHF noch für die Keloidfibroblasten A-E eine signifikante 















































































































▲Abb. 34: Proteinexpression des vascular endothelial growth factor (VEGF) in 
Keloidfibroblasten (KF) A-E und normalen dermalen Fibroblasten (NHF) nach zyklischer 
Dehnung im Minutentakt über 70 h mit Vergleich der gedehnten Probe zu einer ungedehnten 
Kontrolle, detektiert mittels enzym-linked immunosorbent assay (ELISA). Die Fehlerbalken 
repräsentieren die Standardabweichung (n=4). . 
 





4.2.3    Proteinexpression nach Inkubation mit  
            Botulinumtoxin A 
 
Unter Verwendung der Zellüberstände aus den Versuchsansätzen mit Botulinumtoxin A 
(BT A) in Konzentrationen von 1.0 IU und 2.5 IU wurde der Einfluss von BT A auf die 
Proteinexpression der Fibroblasten analysiert. Untersucht wurden IL-6, VEGF und TGF-β1. 
 
 
4.2.3.1    Interleukin 6 (IL-6) 
 
Die Expression von IL-6 auf Proteinebene war durch die Inkubation mit BT A weder bei den 
NHF noch den Keloidfibroblasten A-E signifikant erhöht oder erniedrigt gegenüber der 
jeweiligen Kontrolle. Dieses Ergebnis zeigte sich unabhängig von der Höhe der 
Konzentration des BT A (1.0 IU und 2.5 IU) (Abb. 35-43). Auch bei Betrachtung aller 













































































▲Abb. 35: Proteinexpression von Interleukin 6 (IL-6) in den Keloidfibroblasten (KF) A-E und 
normalen dermalen Fibroblasten (NHF) mit und ohne Inkubation mit Botulinumtoxin A (1.0 IU 
und 2.5 IU pro 4 ml NHF-Nährmedium) für 72 h, detektiert mittels enzym-linked immunosorbent assay 
(ELISA). Die Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung (NHF: n=4, KF A-E: n=3).  
 




























































▲Abb. 36: Proteinexpression von Interleukin 6 (IL-6) in allen verwendeten Keloidfibroblasten 
(KF) A-E insgesamt und in normalen dermalen Fibroblasten (NHF). 
 
 





































▲Abb. 37: Proteinexpression von Interleukin 6 (IL-6) in allen verwendeten Keloidfibroblasten 



































▲Abb. 38: Proteinexpression von Interleukin 6 (IL-6) in normalen dermalen Fibroblasten (NHF). 
 
 
Abb. 36-43: Proteinexpression von Interleukin 6 (IL-6) in normalen dermalen Fibroblasten (NHF) 
und den einzelnen Keloidfibroblasten (KF) A-E mit und ohne Inkubation mit Botulinumtoxin A 
(1.0 IU und 2.5 IU pro 4 ml NHF-Nährmedium) für 72 h, detektiert mittels enzym-linked 
immunosorbent assay (ELISA). Die Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung (NHF: n=4, 
KF A-E: n=3).  





































▲Abb. 39: Proteinexpression von Interleukin 6 (IL-6) in Keloidfibroblasten (KF) A.  
  
 
































▲Abb. 40: Proteinexpression von Interleukin 6 (IL-6) in Keloidfibroblasten (KF) B.   
 
































▲Abb. 41: Proteinexpression von Interleukin 6 (IL-6) in Keloidfibroblasten (KF) C.   
 
 
Abb. 36-43: Proteinexpression von Interleukin 6 (IL-6) in normalen dermalen Fibroblasten (NHF) 
und den einzelnen Keloidfibroblasten (KF) A-E mit und ohne Inkubation mit Botulinumtoxin A 
(1.0 IU und 2.5 IU pro 4 ml NHF-Nährmedium) für 72 h, detektiert mittels enzym-linked 
immunosorbent assay (ELISA). Die Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung (NHF: n=4, 
KF A-E: n=3).  











































































▲Abb. 43: Proteinexpression von Interleukin 6 (IL-6) in Keloidfibroblasten (KF) E.   
 
 
Abb. 36-43: Proteinexpression von Interleukin 6 (IL-6) in normalen dermalen Fibroblasten (NHF) 
und den einzelnen Keloidfibroblasten (KF) A-E mit und ohne Inkubation mit Botulinumtoxin A 
(1.0 IU und 2.5 IU pro 4 ml NHF-Nährmedium) für 72 h, detektiert mittels enzym-linked 
immunosorbent assay (ELISA). Die Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung (NHF: n=4, 




 4.2.3.2    Vascular endothelial growth factor (VEGF) 
 
Unter dem Einfluss von BT A zeigte sich sowohl bei den NHF als auch bei KF A-E keine 
signifikant veränderte Expression von VEGF auf Proteinebene gegenüber der Kontrolle. 
Dieses Ergebnis war unabhängig von der Höhe der Konzentration des BT A (1.0 IU und 
2.5 IU) (Abb. 44-52). Die Betrachtung der Keloidfibroblasten als Gesamtheit ergab ebenfalls 
keine Signifikanzen (Abb. 45, 46).  














































































▲Abb. 44: Proteinexpression des vascular endothelial growth factor (VEGF) in 
Keloidfibroblasten (KF) A-E und normalen dermalen Fibroblasten (NHF) mit und ohne 
Inkubation mit Botulinumtoxin A (1.0 IU und 2.5  IU pro 4 ml NHF-Nährmedium) für 72 h, detektiert 






























































▲Abb. 45: Proteinexpression des vascular endothelial growth factor (VEGF) in allen 
Keloidfibroblasten (KF) A-E insgesamt und in normalen dermalen Fibroblasten (NHF). 
 
 









































▲Abb. 46: Proteinexpression des vascular endothelial growth factor (VEGF) in allen 
verwendeten Keloidfibroblasten (KF) A-E insgesamt. 







































▲Abb. 47: Proteinexpression des vascular endothelial growth factor (VEGF) in normalen 
dermalen Fibroblasten (NHF). 
 


































▲Abb. 48: Proteinexpression des vascular endothelial growth factor (VEGF) in 
Keloidfibroblasten (KF) A. 
 



































▲Abb. 49: Proteinexpression des vascular endothelial growth factor (VEGF) in 
Keloidfibroblasten (KF) B. 
 
 
Abb. 45-52: Proteinexpression des vascular endothelial growth factor (VEGF) in normalen 
dermalen Fibroblasten (NHF) und den einzelnen Keloidfibroblasten (KF) A-E mit und ohne 
Inkubation mit Botulinumtoxin A (1.0 IU und 2.5  IU pro 4 ml NHF-Nährmedium) für 72 h, detektiert 
mittels enzym-linked immunosorbent assay (ELISA). Die Fehlerbalken repräsentieren die 
Standardabweichung (n=4).  








































▲Abb. 50: Proteinexpression des vascular endothelial growth factor (VEGF) in 




































▲Abb. 51: Proteinexpression des vascular endothelial growth factor (VEGF) in 





































▲Abb. 52: Proteinexpression des vascular endothelial growth factor (VEGF) in 
Keloidfibroblasten (KF) E. 
 
 
Abb. 45-52: Proteinexpression des vascular endothelial growth factor (VEGF) in normalen 
dermalen Fibroblasten (NHF) und den einzelnen Keloidfibroblasten (KF) A-E mit und ohne 
Inkubation mit Botulinumtoxin A (1.0 IU und 2.5  IU pro 4 ml NHF-Nährmedium) für 72 h, detektiert 
mittels enzym-linked immunosorbent assay (ELISA). Die Fehlerbalken repräsentieren die 
Standardabweichung (n=4).  





4.2.3.3    Transforming growth factor β1 (TGF-β1) 
 
Die Expression von TGF-β1 auf Proteinebene war durch die Inkubation mit BT A weder bei 
NHF noch bei den Keloidfibroblasten A-H signifikant verändert gegenüber der jeweiligen 
unbehandelten Kontrolle. Dieses Ergebnis zeigte sich unabhängig von der Höhe der 
Konzentration des BT A (1.0 IU und 2.5 IU) (Abb. 53-61). Auch bei Betrachtung aller 














































































▲Abb. 53: Proteinexpression des transforming growth factor ß (TGF-ß1) in normalen dermalen 
Fibroblasten (NHF) und den einzelnen Keloidfibroblasten (KF) A-E mit und ohne Inkubation mit 
Botulinumtoxin A (1.0 IU und 2.5  IU pro 4 ml NHF-Nährmedium) für 72 h, detektiert mittels enzym-






Insgesamt war die Expression des transforming growth factors β1 in allen untersuchten 
Fibroblastenkulturen gerade noch im detektierbaren Bereich. 































































▲Abb. 54: Proteinexpression des transforming growth factor ß1 (TGF-ß1) in allen verwendeten 
Keloidfibroblasten (KF) A-E insgesamt und in normalen dermalen Fibroblasten (NHF). 
 










































▲Abb. 55: Proteinexpression des transforming growth factor ß1(TGF-ß1) in allen verwendeten 






































▲Abb. 56: Proteinexpression des transforming growth factor ß1 (TGF-ß1) in  
normalen dermalen Fibroblasten (NHF). 
 
Abb. 54-61: Proteinexpression des transforming growth factor ß1 (TGF-ß1) in normalen 
dermalen Fibroblasten (NHF) und den einzelnen Keloidfibroblasten (KF) A-E mit und ohne 
Inkubation mit Botulinumtoxin A (1.0 IU und 2.5  IU pro 4 ml NHF-Nährmedium) für 72 h, detektiert 
mittels enzym-linked immunosorbent assay (ELISA). Die Fehlerbalken repräsentieren die 
Standardabweichung (n=4).  









































▲Abb. 57: Proteinexpression des transforming growth factor ß1 (TGF-ß1) in  






































▲Abb. 58: Proteinexpression des transforming growth factor ß1 (TGF-ß1) in  






































▲Abb. 59: Proteinexpression des transforming growth factor ß1 (TGF-ß1) in  
Keloidfibroblasten (KF) C. 
 
 
Abb. 54-61: Proteinexpression des transforming growth factor ß1 (TGF-ß1) in normalen 
dermalen Fibroblasten (NHF) und den einzelnen Keloidfibroblasten (KF) A-E mit und ohne 
Inkubation mit Botulinumtoxin A (1.0 IU und 2.5  IU pro 4 ml NHF-Nährmedium) für 72 h, detektiert 
mittels enzym-linked immunosorbent assay (ELISA). Die Fehlerbalken repräsentieren die 
Standardabweichung (n=4).  









































▲Abb. 60: Proteinexpression des transforming growth factor ß1 (TGF-ß1) in  






































▲Abb. 61: Proteinexpression des transforming growth factor ß1 (TGF-ß1) in 
 Keloidfibroblasten (KF) E. 
 
Abb. 54-61: Proteinexpression des transforming growth factor ß1 (TGF-ß1) in normal human 
fibroblasts (NHF) und den einzelnen Keloidfibroblasten (KF) A-E mit und ohne Inkubation mit 
Botulinumtoxin A (1.0 IU und 2.5  IU pro 4 ml NHF-Nährmedium) für 72 h, detektiert mittels enzym-





4.3    Genexpression 
4.3.1    Basale Werte 
 
Die basale Expression der Faktoren IL-6 und VEGF wurde nach Analyse auf Proteinebene 
mittels ELISA auch auf RNA-Ebene im Zuge der quantitativen real-time PCR (qRT-PCR) 
untersucht. 
 





4.3.1.1    Interleukin 6 (IL-6) 
 
Die Keloidfibroblasten (KF) A-E zeigten auf RNA-Ebene eine hochsignifikant (p<0,001) 
erniedrigte Expression von IL-6 gegenüber NHF als Kontrolle (Abb. 62). Im Einzelnen 
betrugen die Expressionswerte bei KF A 14,30% (p<0,0001), bei KF B 28,05% (p<0,0001) 
und für KF C 23,65% (p<0,0001) der Kontrolle. Bei KF D ergab die Analyse eine um 63,70% 
(p<0,0001) und im Fall von KF E um 59,36% (p<0,0001) niedrigere relative Expression. 
 
 















































▲Abb. 62: relative Genexpression von Interleukin 6 (IL-6) in Keloidfibroblasten (KF) A-E im 
Vergleich zu normalen dermalen Fibroblasten (NHF) nach Inkubation für 96 h in NHF-Medium, 
ermittelt durch quantitative PCR (qRT-PCR). Die Fehlerbalken repräsentieren die 





4.3.1.2    Vascular endothelial growth factor (VEGF) 
 
Die Analyse der relativen Expression von VEGF ergab für NHF und die 
Keloidfibroblasten A-E keine signifikant abweichende Expression bei KF B, KF C und KF E. 
Eine signifikante Erhöhung der relativen Expression gegenüber NHF zeigte sich bei KF A um 
77,72% (p<0,0001) und bei KF D um 162,14% (p=0,0002) (Abb. 63). 
 

























































▲Abb. 63: relative Genexpression des vascular endothelial growth factor (VEGF) in 
Keloidfibroblasten (KF) A-E im Vergleich zu normalen dermalen Fibroblasten (NHF) nach 
Inkubation für 96 h in NHF-Medium, ermittelt durch quantitative PCR (qRT-PCR). Die Fehlerbalken 
repräsentieren die Standardabweichung (n=3).  
 
 
4.4    Digitale Fotografien der Zellen 
 
Sowohl die NHF als auch die Keloidfibroblasten (KF) A-E wurden am letzten Tag der 
Proliferationsversuche mittels Mikroskopfotographie in 5-facher und 10-facher Vergrößerung 
abgelichtet. Die nähere Betrachtung ergab teilweise Unterschiede bezüglich Zellgröße, 
Zellform sowie Siedlungsmuster. Die NHF zeigten die für Fibroblasten typische Morphologie 
mit spindeliger Gestalt der Zellkörper und zahlreichen zytoplasmatischen Fortsätzen unter 
Ausbildung eines engmaschigen Fibroblastennetzes mit zum Teil paralleler Anordnung der 
Zellen (Abb. 64).  
 
         
▲Abb. 64: NHF, 5-fache (links) und 10-fache (rechts) Vergrößerung. 
 





KF A wiesen im direkten Vergleich mit den NHF deutlich größere Zellkörper mit weniger stark 
ausgeprägter Spindelform auf. Auch das Siedlungsmuster zeigte eine geringere Vernetzung 
und räumliche Beziehung der Zellen untereinander. Die Fibroblasten erschienen stark 
verbreitert und weniger strukturiert als die NHF (Abb. 65). 
 
 
         
▲Abb. 65: KF A, 5-fache (links) und 10-fache (rechts) Vergrößerung. 
 
 
Ähnliches zeigte sich bei den Keloidfibroblasten (KF) B-E. Sie waren im Vergleich zu den 
NHF ebenfalls vergrößert und ließen eine eher breitere Spindelform mit dicken Zellfortsätzen 
erkennen (Abb. 66-69). Besonders die Bildanalyse von KF D ergab sehr verkürzte und stark 
von der klassischen Fibroblastenform abweichende, leicht plump wirkende Zellkörper 
(Abb. 68). Die größte Ähnlichkeit zu NHF bezüglich des engmaschigen Siedlungsmusters 
und der Zellform gab es bei KF B und KF C (Abb. 66, 67). 
 
 
          
▲Abb. 66: KF B, 5-fache (links) und 10-fache (rechts) Vergößerung. 





          
▲Abb. 67: KF C, 5-fache (links) und 10-fache (rechts) Vergößerung. 
 
          
▲Abb. 68: KF D, 5-fache (links) und 10-fache (rechts) Vergößerung. 
 
          
▲Abb. 69: KF E, 5-fache (links) und 10-fache (rechts) Vergößerung. 
 
 
▲Abb. 64-69: Digitale Fotografien von NHF und KF A-E in 5-facher (links) und 10-facher 
(rechts) Vergrößerung. Die Aufnahmen wurden mithilfe einer speziellen Kamera über einen 
Okularaufsatz am Mikroskop angefertigt. Als Zeitpunkt wurde das Ende der Proliferationsversuche 
kurz vor dem Abnehmen der Überstände und der Zellen gewählt.





5    Diskussion 
5.1    Wachstumsverhalten der Zellen 
5.1.1    Betrachtung des Wachstumsverhaltens von Keloid- 
            fibroblasten gegenüber normalen Fibroblasten 
 
Keloide unterscheiden sich von normalen Narben durch exzessives Wachstum und 
Ausdehnung über die ursprünglichen Grenzen der Verletzung hinaus [14]. Es existieren 
zahlreiche Studien bezüglich der unterschiedlichen zellulären Aktivität von Keloidfibroblasten 
und Fibroblasten aus normaler Haut sowie aus reifen Narben. Mancini und Quaife 
beobachteten eine verlängerte hyperplastische Reaktion von Fibroblasten aus Wunden, 
welche sich später zu Keloiden entwickelten [104]. Auch Matsuko et al. zeigten eine erhöhte 
Fibroblastendichte in Keloiden im Vergleich zu normalem Granulationsgewebe. Sie 
vermuteten, dass die Fibroblastenproliferation in Keloiden in vivo erhöht ist [105]. 
Verschiedene Studien von Kirscher behandeln besonders die hyperzelluläre Natur der 
Keloide in ihrer frühen Entwicklungsphase [106-108]. Diese Unterschiede zwischen 
Fibroblasten aus Keloidgewebe und gesunder Haut verschwinden jedoch in der späteren 
Phase der Keloidentwicklung. Dann findet sich in Keloiden eine Proliferationsrate, welche nur 
noch ebenso groß oder geringer als in normalen Narben oder der Haut ist [104, 109]. 
Derartige Beobachtungen lassen vermuten, dass Keloidfibroblasten in vivo eine höhere 
Proliferationsrate aufweisen als normale dermale Fibroblasten, besonders in der frühen 
posttraumatischen Phase zu Beginn ihrer Entwicklung [110]. Gegensätzliche Ergebnisse 
zeigen hingegen in vitro Studien. Hier ergaben sich ähnliche Wachstumsgeschwindigkeiten 
für Keloidfibroblasten und normale Fibroblasten unter Standardbedingungen in vitro [109, 
111-114]. Diegelmann et al. fanden beispielsweise keine Unterschiede zwischen 
Keloidfibroblasten und normalen humanen dermalen Fibroblasten in der log-Phase und der 
stationärer Phase [112]. Eine in vitro Studie von McCoy et al. stellte zudem keine 
Unterschiede in der Lebensspanne von Keloidfibroblasten im Vergleich zu NHF unter 
Standardkulturbedingungen fest [113]. Calderon et al. formulierten in diesem 
Zusammenhang die Hypothese, dass die widersprüchlichen Aussagewerte dieser 
Beobachtungen mit den stabilen Kultivierungsbedingungen während der in vitro Studien in 
Verbindung stehen könnten [110]. In dieser Dissertation wurde das Wachstumsverhalten von 
Keloidfibroblasten in vitro untersucht und ein direkter Vergleich der einzelnen Keloidkulturen 
untereinander und zu normalen dermalen Fibroblasten als Kontrolle vollzogen. Sowohl die 
Ergebnisse des Resazurin-Assays als auch der 6-Well-Versuche zeigten eine gegenüber 





den NHF signifikant verringerte Proliferationsrate für alle untersuchten Keloidkulturen. Die 
Keloidfibroblasten erreichten vereinzelt nur 17% des NHF-Wertes, maximal 95%. Diese 
Werte unterstützen somit die Ergebnisse anderer in vitro Studien [109, 111-114] und stehen 
ebenso wie diese im Widerspruch zu den in vivo Experimenten [104-108]. Eine mögliche 
Ursache hierfür könnte der Entwicklungsstand der Keloide sein, aus welchen die jeweiligen  
Fibroblasten gewonnen wurden. Möglicherweise stammen die Keloidkulturen mit 
vergleichsweise hoher Proliferationsrate aus noch jungen, unreifen Keloiden und zeigen 
daher eine noch verstärkte Vermehrungstendenz. Dies würde die Hypothese von Calderon 
et al. unterstützen [110]. Auch der Vergleich der einzelnen Keloidkulturen untereinander 
zeigte signifikante Schwankungen der Proliferation aller patientenspezifischer Fibroblasten. 
Möglicherweise liegt die Ursache hierfür in den unterschiedlichen Reife-und 
Entwicklungszuständen der verwendeten Keloide zum Zeitpunkt der Probenentnahme.   
 
Varmeh et al. untersuchten des Weiteren die Proliferation von Fibroblasten der Keloidränder 
sowie aus tiefer gelegenen zentralen Keloidbereichen. Zusätzlich verwendeten sie 
Fibroblasten normaler Haut als Kontrolle [115]. Die Proliferation der Fibroblasten des 
Randbereichs verhielt sich ähnlich wie diejenige der NHF. Die Keloidfibroblasten aus der 
tieferen Schicht zeigten jedoch eine wesentlich langsamere Vermehrungsrate. Die Autoren 
vermuteten zudem, dass Keloidfibroblasten ihre Proliferationsfähigkeit früher verlieren als 
NHF [115]. Allgemein besteht einer der gemeinsamen Aspekte zwischen Keloiden und 
malignen Tumoren in ihrer Fähigkeit zur verlängerten zellulären Proliferation [116]. Nach 
einer bestimmten Periode beenden Keloidfibroblasten jedoch ihre beschleunigte 
Zellvermehrung. Daher bleibt das Verhalten der Keloide grundsätzlich benigne [115]. Dies 
würde mit den Ergebnissen dieser Dissertation übereinstimmen, wenn man davon ausgeht, 
dass die verwendeten Keloidfibroblasten bereits die Anfangsphase der erhöhten 
Vermehrungsrate überschritten hätten. Insgesamt lässt sich die Vermutung aufstellen, dass 
die Fibroblastenproliferation von verschiedenen Faktoren abhängt und davon essentiell 
beeinflusst wird. Dabei handelt es sich vermutlich um den Reifegrad des Keloids sowie der 
genauen Entnahmestelle. Dies könnte der Grund für die so uneinheitlichen Ergebnisse der 
einzelnen Fibroblastenkulturen in den Experimenten dieser Dissertation sein. Andererseits 
könnten die Daten auch dafür sprechen, dass jedes Keloid für sich ein tendenziell anderes 
Verhaltens- und Wachstumsmuster aufweist und daher bis heute noch kein einheitliches 
Therapiekonzept gefunden werden konnte, welches einen Behandlungserfolg und 
Rezidivfreiheit bei der Mehrheit der Patienten gewährleisten kann. Weitere Studien mit 
Fibroblasten aus derselben Keloidregion mit gleichem Entwicklungsstand und gleicher 
Passage dürften erforderlich sein. 





Eine Studie von Naylor et al. [117] beschäftigte sich zudem mit einer die Fibroblasten 
beeinflussenden Zellgruppe, den Fibrozyten, welche sich von den mononukleären Zellen des 
peripheren Blutes (PBMCs) ableiten. Als Leukozyten-Subpopulation erhöhen Fibrozyten 
innerhalb eines Wundareals die Anzahl der Fibroblasten und deren 
Kollagenproduktion [118]. Die Autoren stellten die Hypothese auf, dass die PBMCs von 
Keloidpatienten eine stärkere Tendenz zur Differenzierung in Fibrozyten aufweisen [117]. 
Daher untersuchten sie die Kultivierung isolierter PBMCs von Keloidpatienten sowie einer 
Kontrollgruppe in serumfreiem Medium in vitro (jeweils n=10). Es zeigte sich eine fast 
20-fach erhöhte Differenzierungsrate der PBMCs zu Fibrozyten für die Proben der 
Keloidpatienten gegenüber der Kontrolle [117]. Diese Ergebnisse lassen vermuten, dass 
eine bei Keloidpatienten gesteigerte Fibrozytenbildung aus PBMCs einen möglichen Faktor 
in der Keloidpathogenese darstellen und dadurch die Vermehrung der Keloidfibroblasten 
steigern könnte. Da dieser Aspekt in unseren Versuchsansätzen nicht berücksichtigt wurde, 
könnte er möglicherweise einen der Gründe darstellen, weshalb die Proliferationsraten der 
Keloidfibroblasten in vitro geringer waren als die der normalen Fibroblasten. 
 
 
5.1.2     Wachstumsverhalten von Keloidfibroblasten und  
            normalen Fibroblasten nach mechanischer  
            Belastung 
 
Es ist bekannt, dass Keloide bevorzugt in Körperregionen auftreten, die erhöhte Mobilität 
aufweisen und vermehrter Spannung ausgesetzt sind [46]. Diese Narbenform kann als 
multifaktorielle Krankheit mit genetischer Prädisposition betrachtet werden, welche die 
Tendenz aufweist, sich von lokalen Störfaktoren wie mechanischer Krafteinwirkung 
beeinflussen zu lassen [119]. Es gibt zahlreiche Berichte, die eine mögliche Verhinderung 
der Ausbildung von Keloiden oder hypertrophen Narben bzw. deren Rezidiven durch 
Reduktion mechanischer Kräfte auf die heilende Wunde beschreiben [120-122]. Auf der 
Basis dieser Beobachtungen konzentrierten sich Ogawa et al. 2011 in ihrer Studie darauf, 
während und nach chirurgischer Entfernung von Keloiden und hypertrophen Narben die 
Hautspannung zu reduzieren. So sollte die Ausbildung eines Rezidivs vermieden werden 
[18]. Die Behandlung großer Keloidläsionen vollzogen sie daher mittels chirurgischer 
Exzision und anschließender subkutaner Nahttechnik mit geringer Spannung der 
Wundränder. Außerdem wurde eine Hautlappentechnik mit möglichst minimaler Zugwirkung 
auf die Wunde durch Belassen einer Fettschicht an der Lappenunterseite durchgeführt. 
20 Patienten mit großen Keloiden wurden mit dieser Lappentechnik und zusätzlich 





postoperativer Radiotherapie behandelt. Als Resultat zeigte sich bei allen Patienten ein 
komplikationsarmer postoperativer Verlauf ohne Auftreten von Rezidiven. Die Autoren 
vermuten prinzipiell, dass die Mechanismen, die zur Bildung abnormer Narben führen, eine 
stark ausgeprägte und verlängerte Entzündungsphase einschließen [123], welche durch 
mechanische Kräfte auf die Haut ausgelöst wird [124, 125]. Hierbei nehmen ihrer Ansicht 
nach die mechanischen Kräfte die herausragende Rolle unter den kausalen Faktoren ein 
[18]. Es wurde auch festgestellt, dass sich bei der Verteilung von Krafteinwirkung um Keloide 
herum eine hohe Hautspannung an den Keloidrändern, eine geringe hingegen im 
Narbenzentrum findet [126]. Die Hautsteifigkeit in der Keloidumgebung korreliert zudem 
direkt mit dem Grad der Hautspannung. Diese Beobachtung erklärt, warum Keloide im 
Zentrum ihr Wachstum abstoppen, und Keloidexpansion in der Richtung des 
vorherrschenden Hautzugs auftritt [18]. In diesem Zusammenhang wird auch vermutet, dass 
sich die Wachstumsmuster von hypertrophen und normalen Narben eben aufgrund ihres 
unterschiedlichen Ansprechens auf diese Hautspannung von dem der Keloide 
unterscheiden [126]. Eine statistische Studie über 1034 anatomische Regionen an 
japanischen Patienten zeigte, dass Keloide an spezifischen Stellen wie vorderer Brust, 
Schulter, Skapula und suprapubischer Region auftreten [127]. Im Gegensatz hierzu treten 
hypertrophe Narben überall am Körper auf [18]. 2012 untersuchten Ogawa et al. [119] des 
Weiteren, inwiefern Körperflächen, die stärkerer Belastung während normaler Aktivitäten 
ausgesetzt sind, mit Arealen korrelieren, die erhöhte Raten an Keloiden nach Verletzung 
zeigen. Zum einen prüften sie die Hautspannungs- und Kontraktionsraten von neun 
verschiedenen Körperstellen. Zusätzlich wurde die Lokalisation von 1500 Keloiden bei 483 
Patienten bestimmt und ihre Verteilung auf die neun Körperregionen beschrieben. Die 
Parietalregion und der Schienbeinbereich waren mit der geringsten Spannung bzw. 
Kontraktion assoziiert, während die suprapubische die höchsten Werte aufwies. Bezüglich 
der Keloidverteilung waren 733 im anterioren Brustbereich (48,9%) und 403 in der 
Skapularegion (26,9%) lokalisiert. Es fanden sich keine Keloide im Bereich der Kopfhaut und 
dem Schienbein, auch bei Patienten mit sonst zahlreichen Keloiden. Da diese Stellen kaum 
Hautstreckung oder Kontraktion ausgesetzt sind, scheint mechanische Krafteinwirkung ein 
wichtiger Trigger zu sein, der die Keloidbildung bei Patienten mit genetischer Prädisposition 
induziert [119]. Daher sind Studien zur Mechanotransduktion nützlich bei der Entwicklung 
klinischer Methoden zur Reduktion der Hautspannung im Bereich von Wunden und Narben 
zur Vorbeugung und Behandlung von Keloiden und hypertrophen Narben [119]. Studien zur 
Beziehung zwischen Hautspannung und Keloiden lassen zudem vermuten, dass die 
charakteristischen Schmetterlings-, Krebsscheren- und Hantelformen der 
Narbengeschwulste größtenteils durch Richtung der mechanischen Kräfte auf die Wunde 





und deren Umgebung bestimmt werden [123, 127]. Ogawa et al. vermuteten, dass auch bei 
genetisch prädisponierten Patienten Hautspannung bzw. mechanische Krafteinwirkung von 
außen nötig ist, um die Keloidbildung auszulösen [119]. Des Weiteren wurde festgestellt, 
dass die Regionen mit der höchsten Mobilität nicht vollständig mit den Ergebnissen der 
Keloidverteilung korrelieren. Daraus schlussfolgerten die Autoren, dass nicht nur 
Hautspannung, sondern auch die Hautstruktur die Entwicklung pathologischer Narben 
beeinflussen [119]. Studien die Ogawa et al. unterstützen sind Versuchsreihen, in welchen 
mittels servokontrollierten Geräten die Rückenhaut von Mäusen gedehnt wurde [128, 129]. 
Hier konnte gezeigt werden, dass die gestreckten Proben eine hochregulierte epidermale 
Proliferation und Angiogenese aufwiesen. Dabei handelt es sich um charakteristische 
Merkmale von Keloiden und hypertrophen Narben [128, 129]. Insgesamt sind mechanische 
Kräfte starke Modulatoren zellulärer Vorgänge, die zur abnormen Narbenbildung führen 
[130]. Aus diesen Gründen wurde der Einfluss mechanischer Krafteinwirkung auch im 
Rahmen dieser Dissertation untersucht. Zur Stimulation des mechanischen Zelltraumas 
wurde für diese Studie eine Apparatur zur zyklischen Dehnung von Zellen entwickelt. Die 
vorliegenden Daten entstammen aus Vorversuchen. Während des Studienzeitraums war aus 
technischen Gründen lediglich eine Dehnung im Minutentakt möglich. Dieser 
Versuchsaufbau entspricht daher nur bedingt der physiologischen Situation hinsichtlich der 
mechanischen Belastung einer Wunde. Es sollte eruiert werden, ob mechanische Störkräfte 
in Form von Dehnung einen Differenzierungsreiz auf die Keloidfibroblasten ausüben können. 
Es zeigte sich jedoch weder bei einer der untersuchten Keloidkulturen noch bei NHF eine 
veränderte Proliferationsrate unter Einwirkung der Kräfte. Diese Daten unterstützen also 
prinzipiell nicht die Vermutung, dass die Zuführung mechanischer Kräfte zu einer Steigerung 
der Proliferationsrate in Keloiden führt. Folgeversuche mit einer höherfrequenten 
Dehnungsrate erscheinen jedoch erforderlich.  
 
Eine Arbeit von Calderon simulierte einen anderen mechansichen Einfluss auf Keloide [110]. 
Calderon et al. untersuchten hier in einem in vitro Modell die Hypothese, dass Fibroblasten 
aus Keloidgewebe nach künstlicher Verletzung eine in höherem Maß verstärkte Proliferation 
zeigen würden als normale humane dermale Fibroblasten (NHDF). Für den Versuchsablauf 
wurde eine speziell entwickelte Vorrichtung mit einer 25-er Nadel zur reproduzierbaren 
Abtragung von 16-20% der Zellen vom konfluenten Zellrasen verwendet. Die Ergebnisse der 
Zellzahlbestimmung zeigten, dass 24 und 48 h nach in vitro Verletzung der prozentuale 
Anstieg der Zellzahl sowohl bei den Keloidfibroblasten als auch bei den NHDF in der Gruppe 
der verletzten Fibroblasten signifikant stärker war als bei der Kontrolle. Die Differenz 
zwischen experimenteller Gruppe und Kontrollgruppe war wiederum bei den 





Keloidfibroblasten signifikant größer als bei den NHDF [110]. Nach 72 h und 96 h waren 
jedoch keine signifikanten Unterschiede mehr messbar. Als Grund hierfür vermuteten die 
Autoren entweder, dass der Zellrasen nach 72h bereits überfüllt war oder, dass die in vitro 
Wunde zu diesem Zeitpunkt bereits abgeheilt war [110]. Calderon et al. stellten die 
Hypothese auf, dass die erhöhte Proliferationsrate als Reaktion auf Verletzung, kombiniert 
mit der Eigenschaft der Keloidzellen, erhöhte Mengen an Kollagen und anderen 
Matrixmolekülen zu synthetisieren [131-138], zur Vermehrung von exzessivem fibrösen 
Gewebe in Keloiden beiträgt [110]. Diese Ergebnisse widersprechen der vorliegenden Studie 
zum Teil. Im Gegensatz hierzu [110] wurde die Proliferation in der vorliegenden Studie erst 
nach 72 h gemessen und nicht bereits nach 24 h. Bei Calderon et al. handelte es sich 
allerdings um ein einmalig zugefügtes Trauma, hier hingegen wurde ein zyklisch 
wiederholtes Trauma zugefügt.  
 
 
5.1.3    Wachstumsverhalten nach Inkubation mit  
Botulinumtoxin A 
 
Ein wichtiger Aspekt in der vorliegenden Dissertation ist die Eruierung der Effekte von 
Botulinumtoxin A (BT A) in patientenspezifischen Zellkulturen humaner Keloide. Das Ziel 
war, die möglichen Einflüsse von BT A auf die Zellproliferation und, wie später erläutert, die 
Sekretion wundheilungsrelevanter Zytokine zu evaluieren. 
 
Injektionen von BT A in Keloide repräsentieren ein Therapiekonzept, das sich grundsätzlich 
von dem Denkansatz unterscheidet, Wunden zu Beginn der Heilungsphase zu 
immobilisieren. Denn nicht die umgebende Muskulatur, sondern neoplastische Fibroblasten, 
werden so zum therapeutischen Angriffspunkt. Ziel ist somit weniger eine Reduktion der 
Entzündung durch die Ruhigstellung. Im Vordergrund stehen vielmehr trophische und 
metabolische Veränderungen innerhalb des Keloids [139]. Ein weiterer Unterschied ist der 
Zeitpunkt der Injektion. Während das Botulinumtoxin A zur Behandlung und Ruhigstellung 
fazialer Wunden bereits direkt nach dem Eingriff im Gesichtsbereich injiziert wird, liegt der 
Zeitpunkt hierfür in der Keloidbehandlung erst spät im Wundheilungsprozess [139]. 
 
Im Jahre 2008 veröffentlichten Zhibo et al. den ersten Bericht, der einen klinischen Erfolg 
von Botulinumtoxin-A-Injektionen bei Keloiden beschrieb [90]. Diese Studie betraf zwölf 
Patienten, welchen Botulinumtoxin A in Intervallen von drei Monaten über einen Zeitraum 
von maximal neun Monaten intraläsional injiziert wurde. Die Konzentrationen reichten von 70 





bis 140 Einheiten pro Sitzung. Bei dem verwendeten Botulinumtoxin A handelte es sich um 
ein in Klinik und Forschung weniger weit verbreitetes Produkt. Produziert wurde es von der 
Lanzhou Biocompany in China. Der Therapieerfolg wurde mittels Patientenzufriedenheit, 
fotographischer Dokumentation und Prüfung durch einen unabhängigen Beobachter 
beurteilt. Die Bewertung der Fortschritte erfolgte auf der Grundlage von klinisch 
beobachteten Veränderungen in Größe und Umriss der Läsion. Bei allen Patienten konnte 
eine Verkleinerung und Abflachung der Keloide festgestellt werden. Es fand zeitgleich keine 
andere Therapiemaßnahme statt. Ein Jahr nach Therapieabschluss waren bei keinem der 
Patienten Anzeichen für eine Rückkehr der Symptome oder der Läsion erkennbar [90, 140]. 
Zhibo bezog sich auf eine Studie von Xiao et al. [141], welche Effekte von Botulinumtoxin A 
auf die Proliferation von Fibroblasten aus hypertrophen Narben berichteten. Die Ergebnisse 
von Xiao et al. [141] stammten aus Versuchen mit Fibroblasten aus acht Gewebeproben 
hypertropher Narben und wiesen auf einen antiproliferativen Effekt von BT A hin. Eine 
andere in vitro Studie befasste sich mit den Auswirkungen einer Inkubation mit BT A auf 
mikrovaskuläre Endothelzellen und Fibroblasten hinsichtlich Zellproliferation und 
Zytokinsynthese [142]. Die Versuche wurden an Fibroblasten aus gesunder, menschlicher 
Haut unter Verwendung des BT A in Konzentrationen von 1.0 IU, 2.5 IU, 5.0 IU und 10.0 IU 
durchgeführt. Die Inkubationszeiten betrugen 48 und 72 Stunden. Es zeigten sich keine 
Veränderungen der Zellproliferation nach der Inkubation bei beiden Zellkulturen. Auch die 
Expression der untersuchten Zytokine und Wachstumsfaktoren (IL-6, MCP-2, VEGF, M-CSF, 
bFGF) war unverändert [142]. In der vorliegenden Studie wurden die Effekte einer Inkubation 
mit BT A auf normale dermale Fibroblasten (NHF) und Keloidfibroblasten (KF) verschiedener 
Patientenproben untersucht. Die Ergebnisse der Resazurin-Assays zeigen keine 
Beeinflussung der NHF-Proliferation durch das BT A, nur bei einer Konzentration von 5.0 IU 
war eine um 5% signifikant reduzierte Zellzahl feststellbar. Dies spricht nicht für eine 
konstante Beeinflussung der NHF durch BT A und deckt sich mit den Ergebnissen von 
Haubner et al. [142]. Die Daten zu den patientenspezifischen Zellkulturen aus Keloidläsionen 
unterstützen nicht die von Zhibo et al. vermutete Inhibition der Zellvermehrung durch BT A. 
Nach Inkubation für 48 und 72 Stunden mit zunehmenden Konzentrationen von BT A (1.0 IU 
bis 10.0 IU) und Fluoreszenzmessung nach Resazurin-Inkubation wurden nur minimale 
Differenzen von ≤10% in der Zellviabilität beobachtet bei Vergleich der experimentellen und 
der Kontroll-Gruppe. Die einzelnen Keloidfibroblasten A-H zeigten nur minimale 
Veränderungen unter dem Einfluss des BT A. KF C, D und H wiesen bei keiner der 
eingesetzten Konzentrationen von BT A ein signifikant verändertes 
Zellvermehrungsverhalten auf. Ein ähnliches Ergebnis zeigte die Zellzahlbestimmung im 
6-Well-System nach Inkubation mit 1.0 IU und 2.5 IU BT A für 72 h und anschließender 





Zellzählung im Cedex XS Analyzer. Hier war nur ein signifikanter Anstieg der Proliferation bei 
KF C um 18% bei 1.0 IU messbar. Ansonsten zeigten sich keine signifikanten 
Schwankungen der Zellzahl durch den Einfluss des BT A, ebenso bei den NHF. 
Infolgedessen unterstützen diese Daten insgesamt nicht die Hypothese, dass die Injektion 
von Botulinumtoxin A einen Rückgang von Keloidgewebe durch Hemmung der 
Zellvermehrung bewirkt. 
 
In vitro Studien über die Effekte von BT A auf Keloidfibroblasten konnten in der derzeitigen 
Literatur nicht gefunden werden. Xiao et al. [141] lieferten zwar mit ihrer Studie über den 
Einfluss von BT A auf Fibroblasten aus hypertrophen Narben einen interessanten Aspekt, 
allerdings ist in diesem Zusammenhang auf die Vielzahl an Unterschieden zwischen 
Keloiden und hypertrophen Narben zu verweisen. Diese beiden Narbenarten zeigen im 
Hinblick auf die zugrundeliegende Pathophysiologie, ihr klinisches Verhalten und das 
Ansprechen auf Therapiemaßnahmen fundamental unterschiedliche Charakteristika [15, 
143]. Die Entwicklung der hypertrophen Narbe ist verbunden mit Spannung und 
kontinuierlicher mechanischer Irritation der heilenden Wunde. Eine Verminderung der 
Narbenhypertrophie kann durch Reduktion mechanischer Spannung im Läsionsbereich 
während der Heilungsphase bewirkt werden [139]. Der vermutliche Mechanismus, der dem 
therapeutischen Effekt einer Chemoimmobilisation auf hypertrophe Narben zugrunde liegt, 
ist die Reduktion wiederholter Mikrotraumen. Daraus folgt wiederum die Verminderung der 
chronischen Entzündungsstimuli auf die Narbenbildung [58, 144-147]. Dies sind Gründe, 
weshalb die Ergebnisse einer Studie mit hypertrophen Narben nicht auf Keloid-Experimente 
übertragen werden sollten. Zudem sind weitere in vitro Daten nötig, um die Ergebnisse 
dieser Studie zu bestätigen. Die Autoren zeigten hier durch ELISA-basierte Messungen von 
TGF-β1 und Proliferations-Assays mit Farbmessung, dass durch BT A sowohl die 
Fibroblastenproliferation gehemmt als auch die Expression von TGF-β1 vermindert war. Die 
Hemmung der Zellvermehrung erwies sich als dosisabhängig. Die Inkubationszeit betrug 
1 bis 5 Tage [141]. 
 
Zhibo et al. [90] bezeichneten die genauen Mechanismen, welche einen Therapieerfolg in 
Keloiden durch Botulinumtoxin A bewirken könnten, als unklar und komplex. Die erste 
Hypothese hierzu bezog sich ebenfalls auf die Verminderung der Kontraktion von Muskeln 
und Haut nahe dem Keloidgewebe mit Senkung der Zugspannung während der 
Narbenbildung. Als zweite Theorie wurde aufgeführt, dass BT A die sekretomotorischen und 
trophischen Funktionen der Zellen unterdrücken könnte [90]. Bis jetzt ist jedoch der einzige 





bewiesene Mechanismus von Botulinumtoxin A die Hemmung der Acetylcholin-Freisetzung 
an der neuromuskulären Endplatte [139, 148]. 
 
 
5.2    Proteinexpression und Genexpression 
5.2.1    Basale Expression auf Proteinebene und  
Genniveau bei normalen und Keloidfibroblasten  
5.2.1.1    Interleukin 6 (IL-6) 
 
Keloide entwickeln sich im Allgemeinen nach einer Verletzung der Haut. Es wird vermutet, 
dass zahlreiche Faktoren die Ätiologie der Keloide beeinflussen. So verhält es sich 
beispielsweise mit der Exposition der Haut gegenüber Spannungen und Wundinfekten oder 
auch Fehlfunktionen des Immunsystems und genetischer Prädisposition [149, 150]. Die 
meisten dieser Faktoren sind involviert in Entzündungsreaktionen und Antworten des 
Immunsystems. Eine herausragende Rolle hierbei spielen die Zytokine. Diese, darunter 
besonders Interleukin 6 (IL-6), sind essentiell für die Kontrolle des Immunsystems und die 
interzelluläre Kommunikation [151]. Viele Studien zeigten bereits, dass Zytokine und 
insbesondere IL-6 in der Pathogenese fibroproliferativer Krankheiten mit erhöhter 
Kollagenproduktion mitwirken. So steht die IL-6-Produktion durch Fibroblasten in Verbindung 
mit der Pathophysiologie von Fibrosen in Assoziation mit rheumatoider Arthritis, progressiver 
Sklerodermie und pulmonaler interstitieller Fibrose [152-155]. Ebenso sind abnorme 
Wundheilungsläsionen wie die Keloide zu nennen [151]. Verschiedene Autoren beschrieben 
bereits eine erhöhte Genexpression sowie Synthese von IL-6 bei Keloidpatienten. Xue et al. 
[156] vermuteten aufgrund ihrer Ergebnisse eine erhöhte autokrine Regulation von IL-6 in 
Keloidfibroblasten. Dies würde für eine zentrale Rolle dieses Zytokins in der Pathogenese 
von Keloiden sprechen [156]. Es wurde auch gezeigt, dass IL-6 Fibroblasten zur Proliferation 
und Kollagensynthese anregt [157, 158]. Des Weiteren führt dieses Zytokin vermutlich durch 
Induktion der TGF-β1-Genexpression zur gesteigerten Kollagensynthese [151]. Fötale 
Wundheilung, welche gekennzeichnet ist durch minimale Entzündung und narbenlose 
Ausheilung, weist weniger Synthese von IL-6-Protein und IL-6-mRNA durch die fötalen 
Fibroblasten auf als bei adulten Fibroblasten. Applikation von IL-6 führt bei den fötalen 
Wunden wiederum zur Narbenbildung [159]. Insgesamt ist dieses Zytokin in zahlreiche 
biologische Prozesse involviert. Dies wurde unter anderem durch Studien an IL-6-defizienten 
Mäusen belegt [160, 161]. Als Resultat zeigten sich bei den Mäusen eine reduzierte 
Reepithelialisierung und Angiogenese sowie eine beeinträchtigte Wundheilung. Da dieses 





Zytokin also eine wichtige Rolle in der Keloid-Pathogenese zu spielen scheint, wurde seine 
basale Expression durch die Keloidfibroblasten in der vorliegenden Dissertation bestimmt. 
Die Ergebnisse der einzelnen Keloidkulturen zeigten ein eher uneinheitliches 
Expressionsmuster. Bei KF A, B und C wurden signifikant erniedrigte Werte bestimmt. Die 
Expression war hier 69% bis 81% geringer als bei den NHF. Sonst ließ sich keine signifikant 
veränderte Proteinsynthese feststellen. Diese Ergebnisse stehen somit im Widerspruch zur  
Studie von Xue et al. [156]. Hier wurden bis zu 6-fach erhöhte Werte für die IL-6-Synthese 
von Keloidfibroblasten im Vergleich zu normalen Fibroblasten ermittelt. Ghazizadeh et al. 
untersuchten 2007 die Rolle des IL-6-Signalwegs in der Keloidpathogenese und dessen 
Potenzial als therapeutisches Ziel in der Keloidbehandlung [162]. Die Autoren vermuteten, 
dass durch IL-6 vermittelte Entzündungen einen wichtigen Kernpunkt und einen der kausalen 
Faktoren der Keloidentwicklung darstellen könnten. Sie betrachteten die Hemmung des 
IL-6-Signalweges als Möglichkeit für neue therapeutische oder präventive 
Behandlungsansätze. Angriffspunkte der Hemmung wären in diesem Fall die 
IL-6-Rezeptoren, nachfolgende Effektoren oder andere Moleküle, die diesen Signalweg 
beeinflussen. Ghazizadeh et al. [162] zeigten zudem die Hochregulation von IL-6 sowie 
seiner Rezeptoren IL-6-Rα und gp130 zusammen mit einer Anzahl nachgeschalteter 
Rezeptoren, einschließlich JAK 1, RAF 1 und ELK 1, auf mRNA- und Proteineben in 
Keloidfibroblasten im Vergleich zu normalen Fibroblasten. Ihre daraus folgende 
Therapieoption beinhaltete die Stabilisierung der IL-6-Aktivität durch Inhibierung von IL-6, 
seiner Rezeptoren oder der dem IL-6-Signalweg nachgeschalteten Angriffspunkte [162]. In 
einer weiteren Versuchsreihe untersuchten Mamiko et al. [163] die Auswirkung einer 
Radiotherapie auf Keloidfibroblasten und insbesondere deren IL-6-Expression. Auch hier 
zeigte sich eine Coexpression von IL-6 und seinem spezifischen Rezeptor IL-6-Rα. Zudem 
ergab sich eine erhöhte IL-6-Synthese durch Keloidfibroblasten im Vergleich zu normalen 
Fibroblasten in den unbestrahlten Kontrollen. Die pathomechanische Bedeutung der 
Erkenntnisse der oben aufgeführten Studien ist noch unklar. Besonders vage bleibt bis jetzt, 
welcher der zahlreichen Signalwege, einschließlich derer von JAK/STAT-3- und ERK/MAP-
Kinasen, für eine erhöhte Kollagenproduktion nach IL-6-Rezeptoraktivierung verantwortlich 
ist [164]. Es ist aber durchaus möglich, dass die Induzierung dieser 
Signaltransduktionswege, welche in Keloidfibroblasten aber nicht in NHF festgestellt wurden, 
noch in einer anderen phänotypischen Manifestation resultieren außer der Veränderungen 
der Kollagensynthese. Als Beispiel wäre eine verstärkte Zellproliferation zu nennen. 
Tatsache ist, dass eine präzise Unterbrechung der Signalübertragung von IL-6 
möglicherweise neue Erkenntnisse für die Regulation der Kollagen-Genexpression in 
dermalen Fibroblasten mit pharmakologischer Intention bieten könnte [164]. Die Daten der 





vorliegenden Studie ließen jedoch keinen Rückschluss auf Zusammenhänge zwischen IL-6 
und dem Verhalten der Keloidfibroblasten zu. 
 
Die Ergebnisse der Expressionsanalyse von IL-6 auf Proteinebene in den 
patientenspezifischen Keloidkulturen decken sich nur zum Teil mit denen der 
Genexpressionsanalyse. Es sollte untersucht werden, inwieweit die Proteinexpression in 
Keloidfibroblasten in Abhängigkeit zur mRNA-Expression steht. In zahlreichen Studien wurde 
bereits ein Zusammenhang zwischen erhöhten Expressionswerten für IL-6 auf Protein- und 
Genniveau festgestellt [156, 162, 163]. Sowohl Ghazizadeh [162] als auch Xue et al. [156] 
beschrieben eine erhöhte Expression von IL-6 auf Protein- und mRNA-Ebene in 
Keloidfibroblasten verglichen mit normalen dermalen Fibroblasten. Eine Studie von Tosa et 
al. [163] beschäftigte sich zudem mit dem Einfluss von Bestrahlung auf Keloidfibroblasten 
und deren IL-6-Synthese. Ihre Daten zeigten eine Herabregulierung von IL-6-Genen in den 
Keloidfibroblasten als Folge der Bestrahlung. Die Autoren untersuchten daraufhin die 
Proteinexpression der bestrahlten Keloidfibroblasten und erkannten auch hier eine 
signifikante Erniedrigung der IL-6-Synthese. Die Ergebnisse der vorliegenden Studie 
unterstützen nicht die These, dass die Expression von IL-6 auf Proteinniveau und auf 
mRNA-Ebene in Keloidfibroblasten gegenüber normalen dermalen Fibroblasten erhöht ist. 
Die Genexpressionsanalyse stimmt jedoch zum Teil mit den Ergebnissen der 
Proteinsynthese überein. Hier zeigten alle KF ähnlich stark verringerte Werte um 60-85% 
gegenüber NHF auf mRNA-Ebene. Auf Proteinebene waren nur KF D und KF E nicht 
signifikant erniedrigt. Diese Ergebnisse stimmen somit weitgehend mit anderen Studien 
dahingehend überein, dass Interleukin 6 in Keloiden auf Proteinebene und mRNA-Niveau 




5.2.1.2    Vascular endothelial growth factor (VEGF)   
 
Neben der erhöhten Sekretion von Zytokinen wie IL-6 ist auch VEGF während der 
Narbenbildung und Proliferation von Keloiden entscheidend [156, 165]. Diesem Faktor wird 
eine wesentliche Rolle während normaler und pathologischer Wundheilungsprozessen 
zugesprochen [166]. Als angiogenetisches Peptid für vaskuläre Permeabilität besitzt er eine 
Vielzahl an Isoformen und fördert Neovaskularisation und Zellwachstum [167, 168]. Keloide 
zeigen allgemein eine erhöhte Dichte an Blutgefäßen im Vergleich zu gesunder Haut oder 





normalen Narben [7, 169, 170]. Die verstärkte Häufung von Blutgefäßen in der 
Keloidperipherie könnte ein Indiz dafür sein, dass die Keloidfibroblasten an dieser Stelle 
Angiogenese durch Synthese von VEGF betreiben [171]. Daher wird ein Zusammenhang 
zwischen VEGF und der Keloidpathogenese vermutet. Mit diesem Thema beschäftigten sich 
bereits einige Studien [166, 168, 172, 173]. Gira et al. [172] stellten eine erhöhte 
VEGF-Synthese in der unter Keloiden befindlichen Dermis fest. Von Wu et al. wurde über 
eine verstärkte Expression von VEGF in Keloidgewebe und Keloidfibroblasten im Vergleich 
zu normaler Haut berichtet. Dies belegten die Autoren mittels Western Blot und Northern Blot 
[173]. Zusätzlich machten Le et al. die Entdeckung, dass die VEGF-Akkumulation in den 
Zellen der Kapillargefäßauskleidung und den Fibroblasten der Papillarschicht der Dermis in 
Keloiden erhöht ist gegenüber normaler Haut [166]. Eine Anzahl an in vitro Studien haben 
bereits gezeigt, dass VEGF in Keloidfibroblasten höher exprimiert wird als in Fibroblasten 
normaler Haut [172-174]. Diese Ergebnisse werden auch durch die Daten der vorliegenden 
Dissertation unterstützt. Bei allen untersuchten patientenspezifischen Keloidkulturen zeigte 
sich eine signifikant erhöhte Expression von VEGF auf Proteinebene. Die Werte waren 
5,8-bis 18,5-mal höher als der Kontrollwert für die NHF. Diese Ergebnisse lassen auf eine 
durchaus entscheidende Rolle von VEGF in Keloiden schließen. Die Tatsache, dass die 
Werte innerhalb der verschiedenen Keloidkulturen dennoch sehr variieren, spricht für die 
große Variabilität, die zwischen einzelnen Keloiden herrscht.  
 
VEGF stimuliert auch die Expression des Plasminogen-Aktivator-Inhibitor-1-Proteins (PAI-1), 
welches in Keloidgewebe und kultivierten Keloidfibroblasten höher exprimiert ist als in 
normaler Haut, sowohl auf mRNA- als auch auf Proteinebene [171]. Diese Erkenntnis 
unterstützt die Hypothese, dass eine veränderte Balance aktivierender und hemmender 
Einflüsse im Plasminogensystem, v.a. eine Überexpression von PAI-1, teilweise zur 
Keloidbildung und Gewebsfibrose beitragen könnte [173]. Daher liegt nahe, dass VEGF 
vermutlich eine signifikante Rolle in der Keloidbildung durch Änderung der EZM einnimmt 
und eine Modulierung dieses Faktors ein potenzielles Ziel von Medikamenten in der Therapie 
zur Keloidreduktion darstellen könnte [171]. Eine Hemmung von VEGF würde so in die 
Neovaskularisation von Keloiden eingreifen. 2008 untersuchten diesbezüglich Zhang et al. 
[171] die Auswirkungen eines vektorbasierten Einbaus von VEGF-Synthese hemmender 
RNA-Sequenzen in Keloidfibroblasten. Das Resultat war eine signifikant erniedrigte 
Expression von VEGF auf Gen- und Proteinebene sowie eine verringerte 
Fibroblastenproliferation. Es scheint also in dieser Richtung potenzielle Therapieoptionen zu 
geben, die jedoch noch weitere Erforschung benötigen. 
 





Die Genexpressionsanalyse von VEGF in den patientenspezifischen Keloidkulturen ergab 
nur teilweise eine signifikant erhöhte Expression gegenüber den NHF. Lediglich zwei 
Keloidkulturen zeigten verstärkte Genexpressionswerte, jedoch in wesentlich geringerem 
Maße als dies auf Proteineben der Fall war. In Studien, die eine erhöhte VEGF-Expression 
auf Proteinebene feststellten, spiegelten sich diese Ergebnisse auch auf mRNA-Niveau 
mittels RT-PCR wider [175, 176]. In der vorliegenden Dissertation war also die Expression 
von VEGF wesentlich stärker auf Proteinebene ausgeprägt, als die Genexpression vermuten 
lassen würde. Dennoch unterstützen die Daten allgemein die Hypothese, dass VEGF eine 
wesentliche Rolle in Keloiden zu spielen scheint und in Keloidfibroblasten stärker als in NHF 
exprimiert wird. Allerdings scheinen noch andere Faktoren die Proteinexpression zu 
beeinflussen, die unabhängig von der genetischen Determination zur erhöhten VEGF-
Synthese führen.  
 
 
5.2.2    Expression von IL-6 und VEGF nach mechanischer  
Belastung 
 
Es wird vermutet, dass die Mechanismen, die zur Bildung abnormer Narben führen, eine 
stark ausgeprägte und verlängerte Entzündungsphase einschließen [123], welche durch 
mechanische Krafteinwirkung auf die Haut ausgelöst wird [124, 125]. Die mechanischen 
Kräfte nehmen in diesem Zusammenhang wohl eine entscheidende Rolle ein [18]. Als 
wichtiger Marker für Entzündungsreaktionen greift Interleukin 6 modulierend in die 
Immunantwort ein und ist ausschlaggebend für ein zeitgerechtes Einsetzen der Wundheilung 
[177, 178]. Ogawa et al. vermuten, dass mechanische Kräfte mit die Hauptursachen 
abnormer Vernarbung sind und, dass zyklische Kraftapplikation eine kontinuierliche 
Entzündung der Haut und Mechanoaktivierung von Signalwegen verursacht [124, 125]. 
Daher zeigt sich ein interessanter Aspekt darin, inwieweit mechanische Krafteinwirkung, in 
diesem Fall in Form zyklischer Dehnung, die IL-6-Synthese in den Keloidfibroblasten 
beeinflusst. Schließlich zeigen Grundlagenforschungen der Mechanobiologie, dass 
reduzierte Hautspannung der Entwicklung abnormer Narbenbildungen und deren Rezidiven 
vorbeugen können [179]. Es ist also unter anderem von Interesse, welchen Einfluss die 
Dehnung auf die Expression von IL-6 hat. Denn Entzündungsreaktionen und die Einwirkung 
mechanischer Kräfte stellen beide Faktoren dar, die in der Pathophysiologie der Keloide eine 
Rolle spielen, wie bereits weiter oben erläutert. Die Ergebnisse dieser Studie zeigten keinen 
Einfluss der Dehnung auf die IL-6-Expression in allen untersuchten 
Keloidfibroblastenkulturen sowie in den NHF. Es lässt sich also in diesem Zusammenhang 





keine direkte Stimulation der Keloidfibroblasten zur IL-6-Synthese vermuten. Die Daten 
unterstützen auch nicht die Aussage, dass eine zyklische Kraftapplikation zu einer 
kontinuierlichen Entzündung führt, zummindest soweit dies durch IL-6 beeinflusst ist. Als 
weiterer Gesichtspunkt wurde in einer Studie von Sawamura et al. gezeigt, dass die 
Überexpression von IL-6 zur gesteigerten Keratinozyten-Aktivität führt [180]. Dies könnte ein 
Faktor sein, der so die Proliferation von Fibroblasten und die Vernarbung begünstigt. 
Allerdings bestätigen unsere Daten nicht die Hypothese, dass mechanische Kräfte eine 
verstärkte IL-6-Expression induzieren und daraufhin eine verstärkte Fibroblastenproliferation 
bewirken. Wie bereits oben erwähnt bestehen jedoch verschiedene Limitationen hinsichtlich 
der eingesetzen Dehnapparatur. 
 
Als einer der wichtigsten Wachstumsfaktoren für die Angiogenese spielt des Weiteren VEGF 
eine wesentliche Rolle für normale und pathologische Wundheilungsprozesse [165]. In vivo 
und in vitro Studien haben gezeigt, dass VEGF darüber hinaus im Keloidgewebe 
überexprimiert ist und einen entscheidenden Faktor in deren Entstehung darstellen könnte 
[165, 181]. Jiang et al. [182] zeigten, dass das invasive Wachstum von Keloiden mit der 
Überexpression von Angiogenese-Faktoren einschließlich VEGF verbunden ist. In diesem 
Zusammenhang vermuteten sie, dass die Hemmung dieser biologischen Interaktionen einen 
Fortschritt in der klinischen Therapie darstellen könnte. Daher ist es auch von Interesse, 
inwieweit mechanische Reizung in Form zyklischer Dehnung auf die VEGF-Expression wirkt. 
Eine veränderte Synthese könnte so auf einen Zusammenhang der Keloidentstehung oder 
Rezidivbildung mit mechanischer Krafteinwirkung schließen lassen. Einige Studien zeigten 
bereits, dass die Modulation der VEGF-Synthese eine Therapiemöglichkeit mit großem 
Potenzial für die Keloidbehandlung darstellt [171, 183, 184]. Die Ergebnisse der 
vorliegenden Studie konnten jedoch keinen Einfluss der zyklischen Dehnung auf die 
Synthese von VEGF bei allen untersuchten Keloidfibroblastenkulturen und den NHF 
feststellen. Eine in vivo Studie an Mäusen von Chin et al. [128] untersuchte die Folgen 
zyklischer und statischer Dehnung von normaler Haut. Hier zeigte sich eine signifikant 
erhöhte Expression von VEGF. Bei statischer Dehnung waren die Werte um das 4,7-fache, 
bei zyklischer sogar um das 9-fache erhöht. Die Autoren vermuteten, dass zyklische 
Kraftapplikation epidermale Proliferation, eine Vermehrung von Blutgefäßen und eine 
insgesamt erhöhte Perfusion bewirkt. Sie schlugen vor, dass wellenförmige mechanische 
Ladungen das Gewebewachstum durch Maximierung zellulärer Signale beschleunigen 
könnten. Diese Signale würden während wiederholter Zyklen temporärer Hypoxie und 
zusätzlich durch Mechanotransduktion produziert [128]. Die Ergebnisse der vorliegenden 
Studie lassen jedoch keine eindeutige Aussage zu, inwieweit VEGF und mechanische 





Stimulation in der Pathophysiologie der Keloidbildung zusammenhängen oder welche 
Einflüsse sich daraus auf die Therapie ergeben könnten. 
 
 
5.2.3    Proteinexpression nach Inkubation mit  
Botulinumtoxin A 
 
Eine zentrale Frage der vorliegenden Arbeit war, ob Botulinumtoxin A sekretorische und 
zelluläre Funktionen beeinflussen kann. Schließlich unterliegt die Narbenbildung unter 
physiologischen Bedingungen einer komplexen Interaktion von einer Vielzahl an Zytokinen 
und Wachstumsfaktoren unter Beteiligung verschiedenster Zellarten [21, 185]. In einer 
Studie von 2013 wurde von Baizabal-Carvallo et al. an insgesamt 218 Patienten das Risiko 
grippeähnlicher Symptome nach Injektionen von Botulinumtoxin A als Therapie von 
Bewegungsstörungen untersucht. Die Symptome wurden in Korrelation mit der 
entsprechenden Immunantwort durch Bestimmung der Zytokinenexpression in den 
Patientenblutproben  gebracht [186]. Gemessen wurden unter anderem die Expression von 
IL-1α, IL-1β, IL-2, IL-4, IL-5, IL-6, IFN-γ, TNF-α und TNF-β. Bei zahlreichen Patienten war ein 
Anstieg der Entzündungszytokine nach Injektion von BT A messbar. Der genaue 
Zusammenhang zwischen Botulinumtoxin A und Entzündungreaktionen ist noch nicht genau 
geklärt. In einer tierexperimentellen Studie an Ratten konnte von Lee et al. ein indirekter 
Effekt von Botulinumtoxin A auf immobilisierte Wunden dokumentiert werden [187]. Die 
Autoren stellen nach Injektion von 10.0 IU Botulinumtoxin A eine frühzeitige Reduktion der 
Infiltration von Entzündungszellen sowie eine verringerte Fibrose in den Tierwunden fest. 
Noch sind die genauen Mechanismen für eine mögliche Beeinflussung der 
Zytokinexpression durch BT A nicht genau erfasst. Ein entscheidender Faktor in der 
Steuerung der Zytokinsynthese ist der NF-kappaB-(NF-κB)-Signalweg. Verschiedene 
physiologische Prozesse wie Entzündungsreaktionen und die Apoptose werden durch diesen 
Transkriptionsfaktor reguliert [188]. Ein unmittelbarer Effekt von Botulinumtoxin A darauf 
konnte jedoch bisher nicht nachgewiesen werden [139]. 
 
 
5.2.3.1     Interleukin 6 (IL-6) 
 
Interleukin 6 (IL-6) ist ein wichtiger Marker entzündlicher Gewebsreaktionen und spielt eine 
Schlüsselrolle im Wundheilungsprozess. Daher wurde in dieser Studie die Expression von 





IL-6 in den Fibroblasten nach Inkubation mit BT A bestimmt. Da IL-6 modulierend auf die 
Antworten des Immunsystems eingreift und zudem essentiell ist für eine frühzeitige 
Wundheilung [177, 178], könnte eine Regulierung der lL-6-Expression einen nützlichen 
Aspekt für die Therapie von Keloiden darstellen. Wie schon erwähnt ließen Experimente an 
IL-6-defizienten Mäusen eine verzögerte Wundheilung erkennen [160, 161]. Andererseits 
führt eine Überexpression von IL-6 zu einer gesteigerten Aktivität von Keratinozyten und 
könnte somit ein Faktor sein, der die Fibroblasten-Proliferation und die Vernarbung 
begünstigt [180]. Die Ergebnisse dieser Studie weisen nicht auf einen Effekt des BT A auf 
die IL-6-Synthese in den untersuchten Fibroblasten hin. Weder die NHF noch die 
Keloidfibroblasten zeigten signifikant veränderte Expressionswerte für IL-6 nach Inkubation 
mit BT A. Es konnte somit kein konstanter und klinisch relevanter Effekt beobachtet werden. 
Wie schon weiter oben aufgeführt ist zudem auch noch unklar, auf welchem Weg 
Botulinumtoxin A Einfluss auf die IL-6-Synthese nehmen könnte. Ein genau definierter 
Mechanismus konnte noch nicht nachgewiesen werden. 
 
 
5.2.3.2    Vascular endothelial growth factor (VEGF)  
 
Eine wichtige Problematik während der Heilungsphase von Wunden sind Endothelschäden 
und eine beeinträchtigte Mikrovaskularisation. Keloide zeigen zudem oftmals 
erythemähnliche Läsionen, welche mit einer gesteigerten vaskulären Permeabilität assoziiert 
sind. Die Neovaskularisation wird während der Wundheilung zusätzlich durch die 
gesteigerten metabolischen Bedürfnisse gefördert [139]. Als wichtiges Signalmolekül für 
Vaskulogenese und Angiogenese spielt VEGF in diesem Zusammenhang eine 
entscheidende Rolle. In Keloiden finden sich eine erhöhte Dichte an Blutgefäßen, 
hypoxische Verhältnisse und eine Hochregulation proangiogenetischer Wachstumsfaktoren 
wie VEGF [176]. Im Hinblick darauf wurde in der vorliegenden Studie die Expression von 
VEGF nach Inkubation mit Botulinumtoxin A untersucht, um mögliche Auswirkungen auf die 
Vaskularisierung des Keloidgewebes innerhalb einer Therapie mit BT A zu eruieren. Es 
konnte jedoch keine signifikante Veränderung der Synthese von VEGF durch die NHF oder 
die Keloidfibroblasten festgestellt werden. Haubner et al. beobachteten ebenfalls keine 
Effekte von BT A auf mikrovaskuläre Endothelzellen [142]. 
 
VEGF ist ein typischer proangiogenetischer Faktor, dessen Rolle in der Angiogenese 
während kutaner Wundheilung bereits vielfach untersucht wurde [189]. Eine kürzlich erfolgte 





Studie stellte die Überlegung an, dass intradermale Injektionen von BT A durch erhöhte 
VEGF-Expression die Mikrozirkulation begünstigen könnte [190]. Der genaue Mechanismus 
dieser Beobachtung ist jedoch noch ungeklärt. Die Autoren formulierten die Hypothese, dass 
das BT A durch die Unterdrückung sympathischer Neurone das autonome sympathische 
Nervensystem der Haut beeinflusst. Als Folge wäre eine Vasodilatation möglich. Auch eine 
erhöhte Dichte an Blutgefäßen wurde beobachtet [190]. Im Allgemeinen ist die 
VEGF-Expression komplex und wird durch den Hypoxie-induzierten Faktor (HIF) 1 vermittelt. 
Dabei handelt es sich um einen entscheidenden Transkriptionsfaktor, der durch 
Umweltstress wie Hypoxie oder sauren pH-Wert aktiviert wird, aber auch durch einige 
Wachstumsfaktoren und Zytokine [191]. Inwiefern das Botulinumtoxin A mit diesem 
Mechanismus interagieren kann, ist bis jetzt ungeklärt. In der bereits erwähnten Studie zur 
Behandlung kutaner Lappen mit intradermalen Injektionen von BT A dokumentierten Kim et 
al. eine höhere Überlebensrate der Lappen durch die Injektion. Die Vermutung der Autoren 
hierzu war eine gesteigerte Expression von VEGF-mRNA als Ursache für diesen Effekt 
[190]. In Anlehnung an die Ergebnisse von Haubner et al. [142] und unter Einbeziehung der 
Daten der vorliegenden Studie mit Keloidfibroblasten, findet sich jedoch kein beständiger 
Effekt von Botulinumtoxin A auf die Synthese von VEGF. 
 
 
5.2.3.3     Transforming growth factor β1 (TGF-β1) 
 
Als essentieller Faktor der proliferativen Phase der Wundheilung stellt der transforming 
growth factor (TGF-) β1 ein Protein dar, von welchem angenommen wird, dass es eine 
Schlüsselrolle in der Pathophysiologie der Keloide spielt [192]. Dieser Faktor wird von 
verschiedenen Zellgruppen exprimiert und übernimmt daraufhin die Funktion des führenden 
Kontrollsignals, welches eine Vielzahl an Fibroblastenfunktionen reguliert [8]. Die 
Entwicklung fibrosierender Reaktionen wird durch die Expression von TGF-β durch 
mikrovaskuläre Endothelzellen initiiert. Diese Zellen aktivieren benachbarte Fibroblasten, 
erhöhte Mengen an TGF-β zu synthetisieren [193]. Seine Schlüsselrolle als Zytokin in der 
Wundheilung scheint er durch Initiierung und Beendigung der Wundheilung einzunehmen. 
Bei anhaltender und überschießender Produktion dieses Faktors sind Fibrosen mögliche 
Folgen [29]. Als wirkungsstarke Familie von Zytokinen sind die Unterformen von TGF-β in 
entscheidende Prozesse wie Wachstum und Differenzierung von Zellen, Angiogenese, 
Adhäsion, Chemotaxis und Metabolismen der Extrazellulärmatrix involviert [62, 194]. Es 
wurden drei Isoformen beschrieben, die alle während der Wundheilung der Haut exprimiert 





werden. Dabei handelt es sich um TGF-β1, TGF-β2 und TGF-β3. Während TGF-β1 und 
TGF-β2 profibrotische Eigenschaften zugeschrieben werden, vermutet man bei TGF-β3 eine 
eher antifibrotische Funktion [8, 17, 61]. Bekannt ist auch die Fähigkeit von TGF-β als 
Mitogen für Fibroblasten zu fungieren und die Bildung extrazellulärer Matrix zu stimulieren. 
Der Wachstumsfaktor verursacht eine Akkumulation von Matrixkomponenten durch 
Steigerung der Synthese von Fibronektin und Proteoglykanen. Gleichzeitig führt die 
gesteigerte Produktion von Kollagenase-Inhibitoren zu einer verringerten Synthese von 
Kollagenasen und somit zu einem reduziertem Abbau der Matrix [7, 195, 196]. Eine 
Überproduktion von extrazellulärer Matrix ist auch eine der Ursachen für exzessive 
Narbenbildung und ist charakteristisch für Fibrosen. Das Keloid könnte in diesem 
Zusammenhang als dermales Äquivalent zu fibroproliferativen Erkrankungen wie der 
Lungenfibrose, Leberzirrhose und der Glomerulonephritis gesehen werden [29, 197-200]. 
Daher wird vermutet, dass TGF-β eine Hauptrolle bei der exzessiven Gewebsbildung in 
Keloiden spielt [8]. Es ist auch bekannt, dass die Isoformen TGF-β1 und TGF-β2 in 
Keloidfibroblasten überexprimiert sind im Vergleich zu NHF oder Fibroblasten aus 
hypertrophen Narben [32, 192]. Shah et al. zeigten einen Rückgang des Narbengewebes 
nach externer Applikation eines TGF-β-neutralisierenden Antikörpers mit dem Vorschlag, die 
Manipulation dieses Zytokins könnte Vernarbung hemmen [201]. Demzufolge ist dieser 
Faktor von großer Relevanz bei der in-vitro-Erforschung pharmakologischer Effekte in 
Keloiden in vitro. Die vorliegende Studie konnte keinen Effekt der Inkubation mit 
Botulinumtoxin A auf die Expression von TGF-β1 feststellen. Dies zeigte sich in allen 
Keloidkulturen bei Konzentrationen von 1.0 und 2.5 IU BT A. Studien hierzu mit Fibroblasten 
aus hypertrophen Narben dokumentierten gegenteilige Effekte. So berichteten Xiao et al. 
[141] eine Unterdrückung von TGF-β1 durch BT A in den Narbenfibroblasten. Ein 
Versuchsmodel zu hypertrophen Narben an Hasen zeigte einen signifikanten Anstieg der 
Fibroblasten-Aktivität durch Botulinumtoxin A. Zudem stellten die Autoren eine unterdrückte 
Expression von Kollagen I und II fest [202]. Es gibt zum jetzigen Zeitpunkt keine 
tierexperimentellen Versuchsreihen zu Keloiden, daher ist die Diskussion der Daten der 
vorliegenden Studie auf Experimente mit hypertrophen Narben und klinische Beobachtungen 
nach Botulinumtoxin-A-Injektionen in Keloide beschränkt. Die Ergebnisse unterstützen die 
oben genannten Beobachtungen nicht, da kein Effekt von BT A auf TGF-β1 gefunden werden 
konnte. 
 
Zusammenfassend lässt sich feststellen, dass eine große Anzahl von Zytokinen und 
Wachstumsfaktoren im Verdacht steht, eine potenzielle Rolle in der Keloid-Pathogenese zu 
spielen [139]. Keloidfibroblasten weisen eine Vielzahl von Wachstumsfaktoren und ihrer 





Rezeptoren auf. Zudem sprechen sie auch stärker auf durch Wachstumsfaktoren induzierte 
Signale an [15]. Die gegenwärtige Studie mit patientenspezifischen Fibroblasten konnte 
jedoch keine klinisch relevanten Effekte von Botulinumtoxin A auf die oben erwähnten 
Zytokine feststellen.    
 
 
5.3 Digitale Fotografien der Zellen  
 
Es wird allgemein vermutet, dass Fibroblasten aus Keloidgeweben sich phänotypisch von 
solchen in normalen Narben unterscheiden [1]. Entgegen der Theorie einer intrinsisch 
bedingten Normabweichung dieser Fibroblasten entwickeln Patienten mit Prädisposition für 
Keloide jedoch nicht grundsätzlich abnorme Wunden. Keloide scheinen regional auf 
prädisponierte Körperstellen begrenzt zu sein [1]. Dies lässt die Existenz einer lokalen 
Population andersartiger Zellen oder lokaler Gewebefaktoren erwägen, welche die 
Keloidbildung fördern [203]. Prinzipiell gibt es einige Besonderheiten der Keloidfibroblasten 
gegenüber normalen dermalen Fibroblasten. Dazu zählt auch ihre Fähigkeit, sich über die 
Grenzen der ursprünglichen Wunde hinaus auszubreiten [1], sowie biochemische 
Charakteristika, welche die exzessive Narbenbildung fördern. Moon et al. stellten zudem 
2008 die Hypothese auf, dass es sich bei den Fibroblasten in der Dermis von Keloiden um 
multipotente Stammzellen handeln könnte. Diese würden durch spezifische lokale Zytokine 
im Mikromilieu der Wunde in einem Zustand der Proliferation und Undifferenziertheit 
gehalten [204].  
 
Dies sind Gründe, die den mikroskopischen Vergleich der Fibroblasten bezüglich 
Morphologie, Zellgröße und Siedlungsmuster nahelegen. Es dient der Feststellung, inwiefern 
sich die keloidspezifischen Charakteristika der Fibroblasten eventuell auch auf dieser Ebene 
manifestieren. Hier zeigte sich bei den patientenspezifischen Keloidkulturen sowohl im 
Vergleich untereinander als auch gegenüber den NHF ein prinzipiell uneinheitliches Bild. Die 
Zellen waren größtenteils plumper, weniger stark vernetzt und wiesen unterschiedliche 
Zellformen und Größen auf. Die beiden Keloidkulturen mit den geringsten Proliferationsraten 
(KF A und D) ließen in diesem Zusammenhang die stärksten Abweichungen bezüglich der 
Zellmorphologie erkennen. Dies könnte unter Umständen daran liegen, dass hier der 
Zellrasen aufgrund der geringeren Zellvermehrung nicht so dicht besiedelt war und den 
Fibroblasten so mehr Raum zur Verfügung stand. Auf der anderen Seite spricht das eher 
uneinheitliche Bild der patientenspezifischen Keloidfibroblasten auch für die bereits im 





Vorfeld erörterte Variabilität innerhalb der Gruppe der Keloide. Einflussfaktor auf die 
Fibroblastengestalt könnte die genaue Entnahmestelle aus dem Keloidgewebe sein, da 
unterschiedliche Vermehrungsmuster für Keloidzellen in Randbezirken und 
Zentrumsbereichen festgestellt wurden [115]. Des Weiteren könnte der Reifegrad des 
Ursprungskeloids Einfluss nehmen, da in vivo Versuche ein wesentlich höheres 
Proliferationspotenzial für junge Keloide zeigten [106-108, 110, 137]. Dies könnte bedeuten, 
dass die Kulturen KF A und KF D aus reiferen Keloiden stammten, deren Proliferationsraten 
dementsprechend bereits verringert waren und dieser Zustand Einfluss auf die 
Zellformierung genommen hatte. Allerdings beruhen die Beobachtungen bezüglich der 
Zellmorphologie in dieser Studie auf einer einmaligen bildgebenden Darstellung der 
Keloidfibroblasten. Aufgrund der zahlreichen Schwankungen in den Versuchsergebnissen 
und der unzureichenden Definierung der Entnahmeregion sowie der Reifegrade der Keloide, 
lässt sich also aufgrund dieser Fotografien keine eindeutige Aussage bezüglich der 
Morphologie von Keloidfibroblasten treffen. Es ist jedoch festzuhalten, dass sich in der 
mikroskopische Kontrolle alle Keloidkulturen von den Kulturen normaler Fibroblasten 
unterschieden.





6    Zusammenfassung 
 
Die vorliegende Dissertation befasst sich mit der zellbiologischen Charakterisierung kutaner 
Keloide anhand patientenspezifischer Keloidfibroblasten. Dazu wurde deren 
Proliferationsverhalten unter Standardkultivierungsbedingungen und während definierter 
Beeinflussung des Wachstumsmilieus charakterisiert. In diesem Zusammenhang erfolgte 
auch die Analyse ihrer Proteinsynthese und Genexpression. Als Kontrollwerte für die 
Versuchsergebnisse wurden normale dermale Fibroblasten (NHF) unter gleichen 
Bedingungen ausgesät und behandelt. 
 
Es konnte gezeigt werden, dass alle patientenspezifischen Keloidkulturen unter 
Standardbedingungen signifikant geringere Proliferationsraten als die normalen dermalen 
Fibroblasten aufwiesen. Zudem erwiesen sich die einzelnen Zellvermehrungsmuster der 
verschiedenen Patientenkulturen als sehr inhomogen im direkten Vergleich untereinander. 
Dies ließ vermuten, dass Keloide grundsätzlich von Patient zu Patient bzw. von Keloid zu 
Keloid in ihrem Proliferationsverhalten variieren. Ähnliches zeigte sich für Protein- und 
Genexpression. Insgesamt betrachtet war eine gegenüber den NHF verringerte 
Syntheseleistung für IL-6, aber eine um ein Vielfaches verstärkte Expression von VEGF 
feststellbar. Es bestätigte sich, dass VEGF ein durchaus bedeutender Faktor in der 
Pathogenese der Keloide und letztlich auch für die Keloidtherapie sein könnte. Die Rolle von 
IL-6 blieb in diesem Zusammenhang aufgrund der individuellen Unterschiede unklar.  
Die Entwicklung der Apparatur zur zyklischen Zelldehnung nahm einen wesentlichen 
Bestandteil der Arbeit ein. Die Daten aus den Vorversuchen zeigten bisher keine 
Beeinflussung des Proliferationsverhaltens sowie der Proteinexpression unter 
Krafteinwirkung in den Keloidkulturen. Die zyklische Dehnung zur Stimulation des 
mechanischen Zelltraumas lieferte keine Ergebnisse, welche Rückschlüsse bezüglich eines 
Zusammenhangs zwischen mechanischer Krafteinwirkung von außen und Keloidentstehung 
zuließen. Eine Weiterentwicklung der Apparatur mit höherfrequenter Dehnung erscheint 
erforderlich. 
Im dritten Abschnitt dieser Dissertation sollte das Potenzial von Botulinumtoxin-A-Injektionen 
als neuartige Option in der Keloidtherapie eruiert werden. Es konnten jedoch weder 
hinsichtlich des Proliferationsverhaltens noch der Proteinsynthese von IL-6, VEGF oder 
TGF-β1 signifikante Veränderungen nach Inkubation mit Botulinumtoxin A festgestellt 
werden. Im Rahmen dieser Versuche konnte kein Aspekt identifiziert werden, der einen 
Therapieerfolg nach Botulinumtoxin-A-Injektion begründen oder untermauern würde.
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